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INTRODUCTION 
 
 
 
Le syndrome “ anémie ” revêt en médecine féline une importance toute particulière par 
sa fréquence – plus de 10% des chats présentés à la consultation présentent une anémie, 7% 
une anémie profonde (1) – et son pronostic le plus souvent sombre. L’anémie n’est pas un 
diagnostic mais un signe clinique d’une affection dont il est essentiel de définir l’étiologie 
afin de mettre en œuvre la thérapeutique adéquate. 
Une part non négligeable des anémies chez le chat a une origine parasitaire, dans ce 
cas le pronostic devient bien meilleur car, lorsque cela est possible, l’élimination de l’agent 
infestant l’animal permet la guérison durable de ce dernier. Il convient donc au praticien de 
savoir diagnostiquer les anémies parasitaires pour mettre en place la réponse la plus adaptée 
au cas lui étant présenté. 
Nous allons voir de quelle façon le vétérinaire doit être amené à suspecter, à 
diagnostiquer et à caractériser une anémie puis quels sont les moyens diagnostiques à utiliser 
afin de pouvoir la rattacher à une étiologie parasitaire. Nous limiterons l’étude aux parasites 
présents en Europe, qu’ils soient autochtones ou importés, infestant les chats domestiques : 
Felis sylvestricus catus. 
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I. DIAGNOSTIC DE L’ANEMIE CHEZ LE CHAT. 
 
 
I.1. Définition de l’anémie et paramètres hématologiques. 
 
 L’anémie correspond par définition à la réduction du pouvoir sanguin de transporter 
l’oxygène : elle se caractérise par une baisse de l’hématocrite, du nombre total d’érythrocytes 
et de l’hémoglobinémie conduisant à une hypoxie tissulaire. 
  En pratique, on parle d’anémie chez un chat quand la concentration sanguine en 
hémoglobine est en dessous de la limite inférieure de la valeur de référence du chat adulte 
sain. 
 
 
I.1.1. Valeurs de référence du chat sain. (2) 
 
Selon les auteurs les valeurs varient, chez l’adulte, autour de : 
 
8,0 à 15,0 g/dl pour l’hémoglobinémie, 
5,0 à 10,0 x10¹² /l pour le nombre d’hématies et  
30 à 40 % pour l’hématocrite. 
 
Pour le chaton sain, l’hématocrite de 35% à la naissance, diminue progressivement 
pour atteindre 25% autour de la troisième et quatrième semaine. A seize semaines le chaton 
retrouve la valeur moyenne de l’adulte (35%).  
 
 
I.1.2. Autres paramètres permettant la caractérisation d’une anémie. (2)(3) 
 
• La taille des globules rouges. 
 
Ce paramètre peut être apprécié par le rapport entre le volume occupé par les 
érythrocytes (hématocrite) et le nombre total d’érythrocytes ; nous obtenons ainsi le volume 
glomérulaire moyen ( VGM ) exprimé en femtolitre ( fl ). 
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                             Hématocrite (%)  
VGM =                                                               x 10 
                  Nombre d’érythrocytes ( 10¹²/l ) 
 
Chez le chat adulte sain le VGM est de 40 à 55 fl ; chez le chaton, ce paramètre est, 
physiologiquement, plus élevé à la naissance (60 à 69 fl) et atteint la valeur du VGM de 
l’adulte à cinq semaines. 
 
Lorsque le VGM d’un animal est compris dans l’intervalle des valeurs usuelles on 
parle de normocytose. De même, on emploie les termes de macrocytose et de microcytose 
quand le VGM est respectivement au dessus et au dessous des valeurs de référence. 
Ce paramètre hématologique est une valeur calculée et ne reflète pas la diversité des 
tailles cellulaires des hématies. En effet, lors de l’observation des globules rouges au 
microscope photonique, la taille de ces derniers peut être homogène (isocytose) ou très 
différente (anisocytose). 
En cas d’anémie, la moelle osseuse réagit en augmentant, lorsqu’elle le peut, la 
production, la maturation et la libération de jeunes globules rouges. Ces globules sont plus 
gros que ceux présents dans le torrent circulatoire ; les caractères de macrocytose et 
d’anisocytose sont un signe de forte fabrication d’érythrocytes, à l’opposé le caractère de 
microcytose indique un épuisement de la moelle concernant la régénération des cellules 
sanguines. 
 
 
• La quantité d’hémoglobine contenue dans les globules rouges. 
 
Ce paramètre est évalué par le rapport entre la concentration du sang en hémoglobine 
et le volume occupé par les érythrocytes : la concentration corpusculaire moyenne en 
hémoglobine ( CCMH ) exprimée en gramme par décilitre de sang ( g/dl ). 
 
                       Hémoglobinémie ( g/l ) 
CCMH =                                                     x 100 
                            Hématocrite (%) 
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On utilise quelquefois la teneur corpusculaire moyenne en hémoglobine ( TCMH ), 
exprimée en picogramme ( pg ), rapport entre la concentration du sang en hémoglobine et le 
nombre total d’érythrocytes. 
 
                       Hémoglobinémie ( g/l ) 
TCMH =  
                           Hématocrite ( % ) 
 
Pour le chat adulte sain, la CCMH est de 32 à 36 g/dl. La TCMH est, quant à elle, de 
12,5 à 17,5 pg. Ces paramètres ne peuvent biologiquement pas augmenter car la valeur limite 
supérieure de l’intervalle de référence représente la saturation du globule en hémoglobine. 
Quand la valeur calculée est comprise dans l’intervalle des valeurs usuelles de l’espèce, on 
parle de normochromie et d’hypochromie quand la CCMH est inférieure à 32 g/dl ou quand la 
TCMH est inférieure à 12,5 pg. 
Une population hypochrome signifie que l’organisme ne produit pas suffisamment 
d’hémoglobine ou qu’il y a de nombreux globules rouges immatures dans le sang qui ne 
possèdent pas encore leur contenance maximale en hémoglobine. 
 
 
• La proportion de globules rouges immatures. 
 
Les jeunes hématies libérées par la moelle osseuse sont plus grandes que les globules 
matures et apparaissent bleuâtres à l’observation du frottis sanguin ayant subi une coloration 
de type Romanowsky (Wright, May Grünwald-Giemsa) car leur cytoplasme contient encore 
de l’ARN et leur hémoglobine n’est pas encore tout à fait mature. Pour ces propriétés 
tinctorielles, on appelle les jeunes érythrocytes les polychromatophiles. 
 
Afin d’améliorer le comptage des globules rouges immatures, on détermine l’indice 
réticulocytaire : on mélange du sang frais recueilli sur anticoagulant (EDTA : 
EthyleneDiamineTetraAcetate) avec un colorant vital (bleu de méthylène ou bleu de crésyl 
brillant). L’ARN précipite sous la forme d’un réticulum bleu roi (d’où le nom de 
réticulocytes) visible au microscope optique après étalement d’une goutte de sang sur une 
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lame dégraissée. Le réticulum ainsi obtenu est plus ou moins développé selon la maturité de 
l’érythrocyte, on distingue trois forme de réticulocytes : les réticulocytes ponctués qui ne 
présentent que des amas disséminés de réticulum, les réticulocytes agrégés qui montrent un 
réseau abondant et les réticulocytes intermédiaires. 
Les réticulocytes agrégés sont les seuls qui rentrent en compte dans la numération 
réticulocytaire et correspondent aux polychromatophiles de la coloration de May Grünwald-
Giemsa. Leur dénombrement est néanmoins plus aisé. 
Pour le chat adulte sain, l’indice réticulocytaire est inférieur à 2% : l’intervalle de 
référence pour le nombre de réticulocytes est de 0 à 60000 /µl de sang pour l’espèce féline. 
 
Lors d’une réactivité intense de la moelle osseuse, les hématies libérées peuvent être 
encore nucléées ou présenter des vestiges nucléaires appelés corps de Howell-Jolly. La 
proportion d’hématies possédant ce type de vestige est physiologiquement inférieure à 1% 
chez le chat. 
 
 
I.1.3. Sévérité de l’anémie. (4)(5)(6) 
 
 L’étude des paramètres précédents permet de classer les anémies selon leur sévérité : 
 
Anémie légère =     Hématocrite entre 20 % et 30% 
      Hémoglobinémie supérieure à 6g/dl  
      Polychromatophilie 1 à 3 par champ 
       Réticulocytes agrégés 0,5 à 2 % 
 
Anémie modérée = Hématocrite entre 15 et 20 % 
           Hémoglobinémie entre 4 et 6g/dl 
 Polychromatophilie 3 à 4 par champ 
 Réticulocytes agrégés 2 à 4 % 
 
Anémie marquée = Hématocrite inférieure à 15 % 
          Hémoglobinémie inférieure à 4g/dl 
 21
 Polychromatophilie plus de 4 par champ 
 Réticulocytes agrégés plus de 4 % 
 
 
I.2. Les signes cliniques accompagnant l’anémie chez le chat. (7)(8) 
 
 Les signes accompagnant l’anémie sont en général frustres et n’attirent pas forcément 
l’attention du propriétaire. En effet, le chat est capable d’adapter son comportement et son 
activité afin de limiter l’effet dû au défaut d’apport d’oxygène aux tissus. Le praticien devra 
donc examiner l’animal et questionner son propriétaire de façon précise dans le but de repérer 
les effets de l’anémie elle-même, les adaptations de l’organisme à l’anémie et les signes 
pouvant accompagner une cause sous-jacente. 
 
 
Les effets de l’anémie 
 
- Pâleur des muqueuses notamment orale et conjonctivale, 
- Pâleur générale quelquefois repérée par les propriétaires sur les zones non pigmentées 
tels le nez, les oreilles, les lèvres, les coussinets. L’hypoxie tissulaire déclenche une série 
de mécanismes compensateurs qui permettent de maintenir les taux d’oxygène tissulaire 
aussi près que possible de la normale : on observe ainsi une redistribution de la perfusion, 
il y a dérivation du sang destiné aux tissus à faible demande en oxygène (peau, reins) vers 
ceux à plus forte demande (cerveau). Ce phénomène de vasoconstriction sélective 
additionné à la diminution du nombre total d'érythrocytes est responsable de la pâleur des 
muqueuses et de la peau. 
- Anorexie, 
- Léthargie, 
- Pica, 
- Collapsus parfois fatal, 
- Recherche de chaleur due à la vasoconstriction périphérique, 
- Murmure hémique ; il s’agit d’un souffle cardiaque dû à la diminution de la viscosité 
sanguine entraînant des turbulences lors du passage dans le cœur, 
- Hémorragies rétiniennes quelquefois rencontrées dans les cas d’anémie sévère. 
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Les effets de l’adaptation du métabolisme 
 
- Tachypnée afin d’accroître l’oxygénation du sang, 
- Tachycardie pour augmenter l’apport continu de sang oxygéné aux tissus hypoxiques, 
- Hépatomégalie et/ou douleur hépatique à la palpation abdominale ;  le foie peut en effet 
être palpé chez les chats atteints d’une anémie profonde. Cette anomalie est le résultat de 
l’hypoxie et ne signe pas obligatoirement une cause sous-jacente. 
 
 
Les signes orientant sur la cause de l’anémie 
 
- Ictère pré-hépatique en cas d’hémolyse dépassant la capacité du foie à conjuguer la 
bilirubine, 
- Coloration chocolat du sang en cas de méthémoglobinémie ou d’anémie aux corps de 
Heinz, 
- Pétéchies sur les muqueuses indiquant une thrombocytopénie, 
- Hématurie ou Méléna signifiant une perte de sang respectivement urinaire et intestinale, 
- Fièvre accompagnant les phénomènes infectieux ou une hémolyse. 
 
 
Les différents signes présents chez un chat sont à mettre en relation les uns avec les 
autres et à pondérer en fonction de l’historique de l’animal. 
 
 
I.3. Les causes de l’anémie féline. (9)(10) 
 
 On distingue classiquement quatre types pathogéniques d’anémie : l’anémie 
hémorragique, l’anémie hémolytique, la dysérythropoïèse, l’anémie aplasique ou 
hypoplasique. 
 
 
I.3.1. Perte de cellules sanguines : les anémies hémorragiques. 
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• hémorragie aiguë. 
 
Elle est relativement rare chez le chat et elle fait le plus fréquemment suite à un 
traumatisme ou une intervention chirurgicale récente. La réponse érythropoïétique mettant 
deux à trois jours pour être efficace, l’anémie n’est pas encore régénérative, elle est donc 
normochrome et normocytaire. 
Si l’hémorragie peut être contrôlée, on observe alors une réponse de la moelle osseuse 
avec une régénération intense avec augmentation du VGM, anisocytose, polychromatophilie 
et réticulocytose. Il est également possible d’observer dans la circulation périphérique des 
érythrocytes nucléés. 
 
• Hémorragie chronique. 
 
La perte continue de sang dans le milieu extérieur peut survenir à différents niveaux de 
l’organisme : au niveau de la peau par des lésions persistantes ou des parasites, au niveau du 
tractus urinaire, au niveau du tube digestif. L’anémie est, dans ce cas, régénérative, 
normochrome, macrocytaire ou normocytaire. Elle peut devenir hypochrome et microcytaire 
si le saignement est suffisamment prolongé pour conduire à la déplétion des stocks de fer dans 
l’organisme. 
Les ectoparasites n’entraînent généralement pas de perte de sang assez importante 
pour conduire à des modifications hématologiques repérables sur l’hémogramme ou le frottis. 
Cependant en cas d’infestation massive sur des animaux affaiblis, débilités ou sur des chatons, 
la perte de sang peut devenir suffisante pour amener une anémie grave voire mortelle. Les 
endoparasites sont quant à eux responsables d’anémie en cas d’infestation modérée à sévère. 
 
 
I.3.2. Destruction des hématies : l’anémie hémolytique. 
 
 Des parasites infestent fréquemment les hématies des chats et provoquent la 
destruction massive des érythrocytes amenant le développement de l’anémie (voir partie III). 
 Une autre cause relativement fréquente est l’anémie hémolytique oxydative causée par 
l’ingestion d’agents toxiques notamment le paracétamol, le bleu de méthylène ou 
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l’acétaminophène. Le sang prend dans ce cas une couleur brun-chocolat caractéristique de 
l’oxydation de l’hémoglobine en méthémoglobine et le frottis montre la présence de corps de 
Heinz, inclusions d’hémoglobine précipitée provenant de l’oxydation de la partie globinique 
de la molécule. 
 Dans certains cas, l’anémie hémolytique peut rester sans cause identifiée, il faut alors 
suspecter une hémolyse à médiation immune : on observe une sphérocytose, les sphérocytes 
étant des érythrocytes petits, arrondis, colorés intensément et ayant perdus leur pâleur 
centrale. Ils sont issus de la fragmentation des hématies suite à l’activation du complément sur 
les anticorps anti-érythrocytaires présents lors de ce type d’anémie. La présence d’un petit 
nombre de sphérocytes peut être physiologique, ce signe n’est pas pathognomonique. Le 
diagnostic de certitude nécessite la visualisation d’un grand nombre de sphérocytes - on en 
observe quelquefois jusqu’à 10% sur l’étalement sanguin chez les animaux atteints de cette 
pathologie – et la mise en œuvre d’un test de Coombs. 
 Il existe également des causes beaucoup plus rares d’anémie hémolytique telle la 
porphyrie érythropoïétique congénitale qui est un désordre héréditaire de la biosynthèse de 
l’hème. Un hémangiosarcome peut également provoquer une hémolyse mécanique des 
hématies, on observe ici des schizocytes, vestiges des érythrocytes déchirés. 
 Sur le plan hématologique, les hémolyses sont difficiles à distinguer des anémies 
hémorragiques car on observe les caractéristiques d’une anémie régénérative : anisocytose, 
réticulocytose, polychromatophilie, corps de Howell-Jolly, hématies nucléées. Néanmoins les 
anémies hémolytiques sont plus régénératives car le fer issu de la destruction des hématies est 
conservé dans l’organisme et peut donc être réutilisé par la moelle osseuse. 
 
 
I.3.3. Production d’hématies anormales : la dysérythropoïèse. 
 
 Des perturbations de la formation des cellules sanguines peuvent provenir de carences 
nutritionnelles devenues très rares avec l’essor des aliments complets du commerce : une 
carence en vitamine B12 (cobalamine) ou en vitamine B9 (folate) provoque une anémie dite 
mégaloblastique caractérisée par des globules rouges macrocytaires et une absence de 
polychromatophilie ou de réticulocytose ; une carence en fer, fréquente chez les chatons à la 
tétine, entraîne une anémie dite ferriprive montrant un caractère hypochrome et microcytaire. 
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 L’anémie myélophtisique correspond au développement et à la maturation de cellules 
anormales. Elle est associée dans de nombreux cas au virus leucémogène félin ( FeLV ) et se 
caractérise par la présence de globules rouges nucléés et une absence de réticulocytose 
significative. 
 On note sporadiquement quelques cas d’intoxication par le plomb, saturnisme, dont la 
clinique est marquée par la dominance des signes nerveux. Le frottis sanguin montre quant à 
lui un grand nombre d’hématies nucléées, des érythrocytes présentant des ponctuations 
basophiles et des corps de Heinz. 
 
 
I.3.4. Défaut de production de cellules sanguines : aplasie ou hypoplasie médullaire. 
 
 L’anémie par aplasie médullaire est rencontrée fréquemment chez les chats car les 
étiologies y étant rattachées ont une forte incidence en Europe. La plupart des causes affectent 
l’ensemble des séries de cellules hématopoïétiques : on observe généralement une 
pancytopénie. L’anémie est alors normochrome, normocytaire et les réticulocytes sont en 
nombre faible ( hypoplasie ) ou absents ( aplasie ). 
 L’infection par le virus du FeLV est la cause la plus fréquente d’anémie, on considère 
que 70% des chats atteints d’une anémie accompagnée de signes cliniques sont positifs au 
FeLV (11). Une anémie aplasique accompagne également une autre infection par un virus 
largement répandu : le virus de l’immunodéficience féline ( FIV ). 
 Les chats atteints d’insuffisance rénale chronique, pathologie d’incidence élevée chez 
les chats à partir de sept ans, montre également une anémie hypoplasique puis aplasique par 
défaut de synthèse d’érythropoïétine ( EPO ) par le rein. En fin d’évolution l’anémie est 
particulièrement sévère (12). 
 La moelle osseuse est, de plus, très sensible aux agents toxiques ; un traitement 
prolongé et à forte dose au chloramphénicol engendre une chute de la production de globules 
rouges. 
 Une anémie hypoplasique de caractère léger à modéré accompagne souvent les 
maladies inflammatoires chroniques : péritonite infectieuse féline ( PIF ), abcès, pyomètre,… 
 Il faut également noter que près d’un chat sur deux atteint d’un lymphosarcome 
montre une anémie non régénérative. 
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 Certaines affections des leucocytes peuvent entraîner une anémie non régénérative 
comme l’histoplasmose ou l’ehrlichiose (voir partie IV). 
 
 
I.4. Investigations chez le chat suspecté d’anémie. (13)(14)(15) 
 
 Avant d’envisager des examens complémentaires poussés mais souvent nécessaires, il 
convient lors d’une suspicion d’anémie chez un chat de respecter une démarche simple mais 
rigoureuse afin de s’orienter de façon adéquate et de rechercher l’étiologie responsable. 
 
1- historique du chat 
 
 Cette étape permet de déceler les ingestions éventuelles de produits toxiques, de 
prises de médicaments donnés par le propriétaire, les voyages en zone d’enzootie parasitaire. 
L’âge de l’animal est également un élément important car il permet de favoriser ou d’écarter 
certaines pathologies. 
  
2- examen clinique 
 
L’examen clinique permet de rechercher à la fois les signes indiquant la présence 
d’une anémie mais aussi les signes associés à la cause de l’anémie orientant ainsi le 
diagnostic.  
  
3- réalisation d’un hémogramme 
 
Cette étape est indispensable car elle permet d’une part de confirmer l’anémie par la 
mesure de la concentration en hémoglobine et le dénombrement des érythrocytes, mais elle 
permet surtout de caractériser cette dernière par le calcul du VGM, de la CCMH ou de la 
TCMH. De plus, il faut effectuer un comptage du nombre de réticulocytes. 
 
4- réalisation d’un étalement sanguin 
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  L’observation microscopique, après coloration de l’étalement d’une goutte de sang 
capillaire frais sur une lame dégraissée, permet de noter les caractéristiques de la population  
cellulaire ( polychromatophilie, anisocytose ), la présence d’anomalies cellulaires ( inclusions, 
noyaux, parasites ) ou de visualiser certaines cellules anormales ( cellules tumorales, 
sphérocytes, schizocytes ). 
 
 
 Après ces étapes rapides et peu coûteuses, le vétérinaire obtiendra une orientation 
étiologique, des indications quant au pronostic, dans quelques le cas le diagnostic définitif 
d’une affection mais bien souvent il devra utiliser des examens complémentaires plus poussés 
afin de parvenir au diagnostic de certitude de la pathologie. Nous allons voir dans la suite de 
l’exposé, les cas où l’on doit suspecter une étiologie parasitaire et quels sont les moyens dont 
on dispose pour accéder au diagnostic. 
 
 
 
II. ANEMIES PARASITAIRES PAR PERTE DE SANG. 
 
 
II.1. ECTOPARASITES. 
 
 Trois familles d’ectoparasites sont connues pour provoquer chez le chat une perte de 
cellules sanguines amenant, dans certaines conditions, une anémie de type hémorragique dont 
les caractéristiques ont été vues précédemment (voir I.3.1.). Il s’agit des puces, des tiques et de 
Dermanyssus gallinae, les autres ectoparasites, tel Trombicula, n’entraînant pas de perte de 
sang suffisamment importante. 
 
 
II.1.1. LES PUCES. 
 
II.1.1.1. Taxonomie. 
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 L’espèce de puce infestant les chats en Europe est presque exclusivement 
Ctenocephalides felis. 
 
 
Classe des Insectes 
Ordre des Siphonaptères 
Famille des Pulicidés 
Genre Ctenocephalides 
espèce  felis 
 
 
 D’autres espèces de Pulicidés parasitant habituellement un autre hôte peuvent 
occasionnellement être rencontrées chez les chats (19): 
 
- Ctenocephalides canis : la puce du chien. 
- Pulex irritans : la puce de l’homme. 
- Archaepsylla erinacei : la puce du hérisson. 
- Echidnophaga gallinacea : la puce de l’oiseau. 
- Spilopsyllus cuniculi : la puce du lapin. 
- Xenopsylla cheopis : la puce du rat. 
 
 
II.1.1.2. Importance. 
 
 Les puces sont les ectoparasites les plus fréquemment rencontrés en Europe. En 
Allemagne, une étude menée par Kalvelage H. et al. (20)  montre que 18.9% des chats sont 
infestés par les puces. Dans ce pays, au 19ème siècle, on observait essentiellement deux 
espèces prépondérantes de puces : Ctenocephalides canis et Pulex irritans. Depuis les années 
1960, ces deux espèces ont vu leur population diminuer au profit de Ctenocephalides felis qui 
est devenue l’espèce dominante (21). 
En Angleterre, l’espèce majoritaire est Ctenocephalides felis. On retrouve quelquefois 
Ctenocephalides canis en proportion beaucoup plus faible (22)(23).  
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En Grèce, Koutinas F.R. et alii (24)  ont montré que 36.8% des chats amenés en 
consultation de routine sont porteurs de puces. On observe pour ces chats : 97.4% 
d’infestation par Ctenocephalides felis, 5.3% par Ctenocephalides canis et 2.6% d’infestation 
mixte. Cette étude n’a pas mis en évidence d’autres espèces de Pulicidés. 
En Autriche, les chats porteurs de puces sont parasités par les espèces Ctenocephalides 
felis (96.3%) et Ctenocephalides canis (3.7%). Il en est de même au Danemark avec 
respectivement 95.3% et 5.3% pour ces deux espèces (23). 
En France, une large enquête portant sur l’ensemble du territoire confirme la 
prépondérance de l’espèce Ctenocephalides felis (97.9%), sept autres espèces ont été trouvées 
avec une prévalence inférieure à 1% : Spilopsyllus cuniculi (0.9%), Ctenocephalides canis 
(0.5%), Ceratophyllus sp. (0.3%), Xenopsylla cheopis (0,07%), Archaepsylla 
erinacei (0,07%) et Leptopsylla segnis (0,07%) (19). 
 
Une infestation par les puces n’est généralement pas suffisante pour entraîner une 
spoliation sanguine permettant de repérer des modifications hématologiques ou des signes 
d’anémie. Cependant, pour des animaux jeunes ou débilités voire en cas d’infestation 
massive, la perte de sang est telle qu’une anémie sévère potentiellement mortelle peut être 
observée avec des valeurs d’hématocrite autour de 10% (25)(26), qui peuvent descendre 
exceptionnellement jusqu’à 3% (27). Cette spoliation est principalement effectuée par les puces 
femelles qui ont besoin d’ingérer quinze fois leur poids en sang afin de pondre leurs œufs : 
elles consomment une moyenne de 13,6 µl de sang par jour et par puce ce qui représente 
potentiellement en une journée 10% de la masse sanguine totale d’un chaton de 450g infesté 
par 220 femelles (23). 
 
 
II.1.1.3. Signes cliniques associés. 
 
Le symptôme principal de la pulicose est un prurit d’intensité modérée même en cas 
d’infestation massive. On peut observer les signes classiques d’anémie plus ou moins 
prononcés : léthargie, perte de poids, pâleur des muqueuses, déshydratation (25). 
Les manifestations cutanées sont la présence de papules, un squamosis en région 
dorso-lombaire, périnéale et aux cuisses, associés à la présence de déjection de puces dans le 
pelage du chat. 
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Il peut également y avoir une alopécie diffuse secondaire au prurit si celui-ci persiste 
longtemps. 
 
 Il faut noter que l’infestation par le cestode Dipylidium caninum (29) transmis 
essentiellement par les puces, est repérable par la présence d’anneaux dans les fèces, aux 
marges de l’anus ou dans l’environnement, et doit amener à rechercher la présence des 
ectoparasites vecteurs.  
 
 
II.1.1.4. Diagnostic. 
 
 Lors d’une anémie imputable à la spoliation de sang réalisée par les puces, 
l’infestation est massive et facile à diagnostiquer. L’espèce en cause est alors Ctenocephalides 
felis. 
 Le meilleur examen complémentaire permettant l’isolement des parasites ou de leurs 
déjections est le peignage soigneux de l’animal à l’aide d’un peigne à dents très serrées. Ainsi, 
c’est ce protocole qui est utilisé pour les études scientifiques nécessitant un dénombrement 
précis des puces contenues dans le pelage du chat (30). 
 Quand l’isolement du parasite est effectué, il est facile de reconnaître les puces (31)(32). 
 La distinction entre particules environnementales et déjections parasitaires se réalise 
en déposant le prélèvement sur un morceau de ouate hydratée (coton humide). Les fèces se 
délitent alors et forment ainsi un halo d’hémoglobine rouge brunâtre, il ne se passe rien dans 
le cas de particules quelconques. 
  
 
II.1.2. LES TIQUES. 
 
II.1.2.1. Taxonomie. 
 
 Trois espèces de tiques infestent principalement les chats en Europe : Dermacentor 
reticulatus, Ixodes ricinus, Rhipicephalus sanguineus. 
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Classe des Arachnides 
Sous classe des Acariens 
Super ordre des Parasitiformes 
Ordre des Ixodida 
Sous ordre des Metastigmates 
Super famille des Ixodoidea 
Genres – espèces : Ixodes ricinus  
                                              Dermacentor reticulatus         
                                                 Rhipicephalus sanguineus 
 
 
 D’autres espèces dont la prévalence est beaucoup plus faible peuvent parasiter les 
chats (34): 
- Dermacentor marginatus  
- Rhipicephalus turanicus 
- Ixodes hexagonus 
- Ixodes ventalloi 
- Haemaphysalis punctata 
 
 
II.1.2.2. Importance. 
 
 Depuis quelques années, on assiste à un élargissement des zones d’extension 
géographique des tiques et des infections qu’elles transmettent, non seulement dans les 
régions tropicales et semi-tropicales, mais également dans les zones tempérées comme 
l’Europe et les milieux urbains. Deux raisons principales expliquent ce phénomène (35): 
- Les propriétaires de chats voyagent de plus en plus avec leurs animaux et 
traversent des régions où les tiques sont fortement présentes conduisant à 
l’introduction de ces parasites dans des zones jusqu’alors non endémique. 
- Les contacts entre chats domestiques et les êtres humains avec les 
réservoirs de tiques de la faune sauvage tels que les cervidés, les rongeurs, 
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les renards qui vivent à proximité des humains, sont devenus plus 
fréquents. 
 
 
Ixodes ricinus ; Le cycle biologique de cette tique est triphasique télotrope : les larves et les 
nymphes parasitent de nombreux hôtes essentiellement rongeurs, lagomorphes, ruminants, 
oiseaux. Seul l’adulte a une spécificité plus élevée et peut être trouvé chez le chat. Cette 
espèce, préférant les régions à climat océanique doux, est observée dans toute l’Europe à 
l’exception du pourtour méditerranéen (34)(36). 
 
Dermacentor reticulatus ; Elle possède un cycle triphasique ditrope : les larves et les nymphes 
ont une spécificité d’hôte pour les rongeurs alors que l’adulte ne parasite que les grands 
mammifères comme le chat. On trouve cette espèce dans toute l’Europe, sauf autour de la 
Méditerranée, principalement dans les prairies et forêts (34)(36). 
 
Rhipicephalus sanguineus ; Ce parasite a un cycle triphasique monotrope : tous les stades 
infestent des hôtes de la même espèce, on observe cette espèce chez le chien et quelquefois 
chez le chat. Elle nécessite une température minimale de 18°C et une hygrométrie de 50% ce 
qui réduit son expansion géographique au sud de l’Europe. On peut néanmoins l’observer 
dans les chenils ou habitations du reste de l’Europe (34)(36). 
 
Dermacentor marginatus ; Cette espèce possède le même type de cycle biologique que 
Dermacentor reticulatus : seuls les adultes parasitent les chats. On la rencontre surtout sur le 
pourtour méditerranéen. A Milan, Manfredi M.T. et alii (37)  ont montré qu’il s’agit de la 
troisième espèce de tique rencontrée en Italie ( 0,9% ) après Ixodes ricinus ( 89,3% ) et 
Rhipicephalus sanguineus ( 9,8% ). 
 
Rhipicephalus turanicus ; Le cycle est triphasique et ditrope : seul l’adulte peut se nourrir sur 
le chat. Cette espèce est rencontrée autour de la Méditerranée (34). 
 
Ixodes hexagonus ; Il s’agit du même cycle biologique que Ixodes ricinus : seuls les adultes 
parasitent les chats. Une étude menée sur les chats domestiques du Royaume-Uni et d’Irlande 
 33
a montré que cette espèce est la deuxième derrière Ixodes ricinus (38). On la retrouve plus 
sporadiquement en Italie (37) et en France (36). 
 
Ixodes ventalloi ; le cycle biologique est celui du genre Ixodes. Cette espèce est phléophile, 
l’habitat préférentiel est les terriers de lapin de Garenne, cependant les adultes sont parfois 
retrouvés en abondance sur les hérissons et les chats (34).  
 
Haemaphysalis punctata ; Son cycle biologique est triphasique polytrope : la larve, la nymphe 
et l’adulte peuvent parasiter de nombreux hôtes dont le chat. On peut la trouver 
occasionnellement partout en Europe (34)(39). 
 
 
 Comme les puces, les tiques ne sont responsables d’anémies qu’en cas d’infestation 
massive entraînant une spoliation sanguine suffisamment conséquente pour entraîner des 
modifications hématologiques et l’apparition de signes cliniques. Chez le chat, les infestations 
massives sont exceptionnelles car il élimine les parasites lors du toilettage. En outre, les tiques 
sont, d’un point de vue médical, beaucoup plus connues pour leur rôle pathogène indirect que 
pour leur action propre. 
 
 
II.1.2.3. Signes cliniques associés. (35)(40)(41) 
 
 La pénétration du rostre dans la peau provoque une inflammation locale aggravée par 
l’action toxique de la salive à l’origine de prurit ou de douleur. 
 Les signes cutanés sont l’apparition de papules, d’œdèmes localisés pouvant entraîner 
une boiterie. 
 Après le départ de la tique persiste un point de nécrose avec possibilité d’exsudation 
prolongée. Si la tique est arrachée, le rostre peut se rompre et amener une suppuration et une 
abcédation. 
 
 Le prélèvement sanguin n’est pas négligeable : afin de pondre leurs œufs, les femelles 
voient leur taille et leur poids multipliés respectivement par 3 et par 10 à 15 au court du repas 
qui dure de 3 à 15 jours selon les espèces (42). Lorsque les tiques sont nombreuses, 
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l’association de l’anémie et des multiples petites lésions cutanées occasionnées provoque 
inappétence et amaigrissement. 
 
 
II.1.2.4. Diagnostic. 
 
 Le diagnostic d’infestation par les tiques repose sur l’isolement et l’identification du 
parasite (28)(30). 
 
 Les tiques sont des acariens de grande taille, mesurant de quelques millimètres à un 
centimètre, notamment les femelles dont le corps se dilate à mesure qu’elles se gorgent de 
sang. Leur corps de forme ovale est aplati dorso-ventralement (43).Le dimorphisme sexuel est 
marqué avec les mâles nettement plus petits que les femelles. Appartenant à la sous-classe des 
acariens, les tiques possèdent quatre paires de pattes. 
 Ces parasites sont facilement visibles sur la peau, particulièrement les femelles dont 
les sites de prédilection sont la face, les oreilles, les régions axillaires et inguinales (44). 
 On peut parfois isoler les nymphes ou les larves, les nymphes mesurent entre 1 et 4 
millimètres et ressemblent à des petites femelles ; les larves, quant à elles, ne possèdent que 
trois paires de pattes et peuvent être confondues macroscopiquement avec des poux (38). 
 
 
II.1.3. L’ACARIOSE DERMANYSSIQUE. 
 
II.1.3.1. Taxonomie. 
 
 Un acarien infestant principalement les oiseaux peut exceptionnellement parasiter le 
chat et amener, en cas d’infestation sévère, une anémie (46) : 
 
 
Classe des Arachnides 
Sous classe des Acariens 
Super ordre des Acariformes 
Ordre des Mesostigmates 
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Famille des Dermanyssidés 
Genre Dermanyssus 
espèce gallinae 
 
 
II.1.3.2. Importance. 
 
 Ce parasite sort la nuit afin d’effectuer son repas sur les oiseaux afin de se nourrir de 
sang et se cache le jour dans les infractuosités des murs et dans les nids. Les chats peuvent se 
contaminer s’ils vivent à proximité d’hôtes habituels de l’acarien et s’ils sont infestés par les 
nymphes et les adultes hématophages (46)(47).  
 
 
II.1.3.3. Signes cliniques associés. 
 
 Les signes cutanés d’une acariose dermanyssique sont un érythème, des papules et des 
croûtes localisées aux zones de contact ou au niveau de la ligne du dos suivant les modalités 
d’infestation (48)(49). Le prurit intense engendré est à l’origine d’une alopécie et d’excoriations 
(50). 
 Lorsque l’infestation est suffisamment importante pour amener une anémie, on 
observe une léthargie de l’animal. 
 
 
II.1.3.4. Diagnostic. (46)(49) 
 
 Par leur mode de vie particulier, il est difficile d’observer ces ectoparasites le jour, on 
s’appuie donc essentiellement sur l’association des signes cliniques et de la possibilité que le 
chat soit passé dans un milieu où vivent des oiseaux. 
 Quand on parvient à isoler ce parasite, visible à l’œil nu, par raclage, on observe le 
prélèvement au microscope photonique à l’objectif 4. Le corps ovalaire de cet acarien 
mesurant de 0,7 à 1 mm, est de couleur blanche à rouge selon qu’il est ou non gorgé de sang. 
Il possède un rostre long et pointu sur lequel s’insèrent des chélicères styliformes, les pattes 
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sont insérées sur des coxae et se terminent par une ventouse et deux griffes. L’anus est en 
position postérieure, la plaque anale est de forme trapézoïdale. 
 
 
 
II.2. ENDOPARASITES. 
 
 Les agents parasitaires infestant le tube digestif des chats peuvent provoquer, par 
différents mécanismes, une anémie dont les caractéristiques sont celles d’une anémie de type 
hémorragique (voir I.3.1.). Il s’agit des nématodes du genre Ankylostoma et du genre Uncinaria 
dont l’infestation est regroupée sous le terme d’ankylostomidose (51), des Trichures, des 
Coccidies et du vers gastrique Ollulanus tricuspis. Un autre genre d’endoparasites provoque 
dans certains cas une anémie parasitaire dont le mécanisme pathologique n’est pas la perte de 
sang mais une carence majeure en éléments nécessaire à la synthèse des hématies, il s’agit des 
protozoaires du genre Giardia présentés dans ce paragraphe car les moyens diagnostiques 
utilisés sont les mêmes que pour les autres endoparasites.  
 
 
II.2.1. L’ANKYLOSTOMIDOSE. 
 
II.2.1.1. Taxonomie. 
 
 Plusieurs parasites peuvent être responsables d’une ankylostomidose chez le chat en 
Europe : 
 
 
Super embranchement des Vers 
Embranchement des Némathelminthes 
Classe des Nématodes 
Ordre des Strongylida 
Super famille des Ancylostomatoïdea 
Famille des Ancylostomatidae 
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Sous famille des Ancylostominae                          Sous famille des Necatorinae 
            Genre Ancylostoma                                               Genre Uncinaria 
             espèce tubaeforme                                             espèce stenocephala 
 
 
 On peut également signaler l’infestation exceptionnelle du tube digestif des chats par 
les formes adultes de l’espèce Ancylostoma caninum (52)(53). 
 
 
II.2.1.2. Importance. 
 
 Ces parasites sont présents dans toutes les régions du monde notamment en zone 
tempérée sous forme de foyers épars. La prévalence globale est faible, on observe plus 
d’infestation par Ancylostoma tubaeforme que par Uncinaria stenocephala dont l’hôte 
habituel est le chien. En Europe, les foyers les plus importants sont en Italie, Autriche, 
Belgique, et Espagne (54). 
 
• En Espagne : une étude menée par Calvete C. et alii entre 1989 et 1992 a montré 
une prévalence de 29,3% d’infestation par Ancylostoma tubaeforme chez les chats 
errants (55). 
• En Belgique : les enquêtes menées successivement en 1973 (56) puis entre 1980 et 
1990 (57)  rendent des conclusions semblables sur la prévalence d’Ankylostoma 
tubaeforme avec respectivement 38,6% et 36,6% d’infestation. 
• En Allemagne : Beelitz P. et alii ont montré que 1,4% des chats du sud de l’état 
hébergent des Ankylostomidés (58). De même, Epe C. et alii montrent une 
prévalence de 0,5% chez les chats du nord du pays (59). 
• Aux Pays-bas : on n’a mis en évidence ni d’helminthes du genre Uncinaria ni 
d’helminthes du genre Ancylostoma (60).  
• En France : une enquête publiée en 1997 par Franc M. et alii sur le parasitisme 
intestinal des carnivores domestiques n’a pas mis en évidence la présence 
d’Ancylostoma tubaeforme ou de Uncinaria stenocephala sur 98 chats (61). 
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II.2.1.3. Pathogénie. 
 
 Les formes adultes de ces endoparasites s’attachent à la muqueuse de l’intestin grêle 
(préférentiellement du jéjunum) et changent de point de fixation environ toutes les quinze 
minutes afin d’exercer leur action hématophage (62): les vers consomment 0,1 à 0,2 ml de sang 
par jour et par ver, sécrètent des enzymes digestives anticoagulantes. Lorsque les parasites se 
détachent de la muqueuse digestive, le site de fixation continue de saigner (54)(63). De plus, les 
lésions occasionnées diminuent l’absorption du fer par la muqueuse de l’intestin grêle. 
 
 L’anémie a donc plusieurs origines : la spoliation par les vers, l’hémorragie provoquée 
par les lésions et la déplétion de fer occasionnée (62)(63)(64). 
 
 
II.2.1.4. Signes cliniques associés. (54)(62)(64) 
 
 Lors d’une Ankylostomidose, on observe trois groupes de symptômes correspondant 
aux étapes successives de l’infestation parasitaire : 
 
- Phase de pénétration larvaire : on observe des lésions cutanées discrètes 
(érythème et papules punctiformes aux niveau des points de pénétration), 
une adénopathie des nœuds lymphatiques superficiels satellites des régions 
concernées. 
- Phase de migration pulmonaire : on note une toux rauque et un jetage 
séreux. 
- Phase intestinale : au niveau général, les signes sont ceux d’un syndrome 
anémique (voir I.2.), au niveau intestinal, on observe une entérite caractérisée 
par une alternance diarrhée mucoïde – constipation avec du méléna.  
 
L’hémogramme est caractérisé par une hyperleucocytose avec éosinophilie et une 
anémie régénérative normochrome normocytaire puis devenant non régénérative hypochrome 
microcytaire avec la déplétion du stock de fer. 
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L’intensité de ces symptômes dépend de l’intensité de l’infestation parasitaire. 
 
 
II.2.1.5. Diagnostic. 
 
 La suspicion d’une anémie secondaire à une Ankylostomidose s’effectue par 
l’association des signes cliniques cutanés, respiratoires et digestifs. 
 
 La confirmation de l’infestation s’appuie sur la mise en évidence des œufs 
d’Ankylostomes. Les œufs peuvent être observés par coproscopie microscopique, afin 
d’améliorer la sensibilité du diagnostic, il est souvent nécessaire d’effectuer un 
enrichissement par flottation en liquide dense, la densité du liquide permet, en effet, de faire 
monter les œufs des parasites à la surface pour les recueillir avant observation au microscope 
(66). Les liquides communément utilisés sont présentés en Annexe 1. Il existe des kits 
commerciaux réunissant le liquide dense et le matériel nécessaire à la réalisation de la 
coproscopie, Fecalyser® et Ovassay® (disponible en France) utilisables pour la coproscopie 
des œufs d’Ankylostomes. 
L’observation nécessite un microscope avec un oculaire 10 et des objectifs 4 et 10, un 
oculaire muni d’un micromètre peut être utile pour mesurer les œufs observés et ainsi les 
différencier des œufs d’autres espèces parasitaires (64). Les œufs d’Ancylostoma tubaeforme 
sont ellipsoïdales à pôles symétriques, entourés d’une mince coque, et contenant quatre à 
seize blastomères lorsqu’ils sont rejetés dans les fecès du chat. Leur taille varie de 55 à 75µm 
sur 34,4 à 44,7µm (64). Les œufs d’Uncinaria stenocephala ressemblent aux précédents mais 
leurs pôles sont légèrement dissymétriques et leur taille varie de 71 à 90µm sur 37 à 55µm 
(67). 
 Si le prélèvement doit être lu à posteriori, les selles peuvent être conservées pendant 
deux mois à 4°C ; lorsque l’on doit les conserver plus longtemps, la conservation est faite  
dans une solution de formol à 10%. Le prélèvement ne doit ni être congelé ni être déposé dans 
une solution alcoolique. 
 La sensibilité peut être améliorée en ajoutant une étape de centrifugation des selles 
avant la flottation sur liquide dense et en répétant les coproscopies (66). 
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II.2.2. LES TRICHURES. 
 
II.2.2.1. Taxonomie. 
 
 Deux espèces parasitent le gros intestin (colon et caecum essentiellement) ; Trichuris 
campanula adapté au chat mais rarement rencontré (68). Une autre espèce est adaptée au chat, 
Trichuris serrata, mais n’est pas rencontrée en Europe. 
 
 
Super embranchement des Vers 
Embranchement des Némathelminthes 
Classe des Nématodes 
Ordre des Strongyloïda 
Super famille des Trichuroïdea 
Famille des Trichuridés 
Genre Trichuris 
espèces campanula 
       serrata 
 
 
II.2.2.2. Importance. 
 
 Les Trichures ont une répartition mondiale et sont présents dans toute l’Europe (68), ils 
sont en revanche peu rencontrés chez les chats :  
- Les différentes études menées en Europe n’ont pas mis en évidence la 
présence de ces endoparasites malgré la prévalence non négligeable, entre 
0,5% et 7%, de Trichuris vulpis chez le chien (55)(57)(58)(59)(60)(61). 
- Aux Etats-Unis, on considère que 2% à 3% des chats sont contaminés par 
ces parasites (70). 
 
 
II.2.2.3. Pathogénie. 
 42
 
 La partie antérieure du corps des adultes est enchâssée dans la muqueuse du gros 
intestin afin qu’ils puissent se nourrir du sang de l’hôte. Les lésions occasionnées provoquent 
des saignements de la paroi du tube digestif, la localisation étant postérieure aux sites de 
digestion, le fer ne peut être réabsorbé. 
Il faut une infestation massive afin que la spoliation sanguine soit suffisante pour 
entraîner des modifications hématologiques (71)(72). 
 
 
II.2.2.4. Signes cliniques associés. (68)(73) 
 
 La spoliation sanguine est à l’origine d’une anémie régénérative normochrome 
macrocytaire puis ferriprive hypochrome microcytaire à mesure que le stock de fer de 
l’animal s’amenuise. Cette anémie, associée à une hypoprotéinémie, provoque une baisse de 
l’état général. 
 Les symptômes digestifs sont une colite et typhlite catarrhales et hémorragiques 
entraînant une diarrhée aqueuse striée de flammèches de sang nature. A terme, la présence des 
parasites et l’inflammation occasionnée peuvent amener un prolapsus rectal secondaire au 
ténesme (73)(74). 
 
 
II.2.2.5. Diagnostic. (68)(73) 
 
 Les Trichures étant peu atteints par les traitements anthelminthiques effectués à 
posologie classique, toute colite hémorragique sur un animal vermifugé ou non doit inclure la 
Trichurose dans son diagnostic différentiel.  
 
 La confirmation de l’infestation par ces endoparasites s’effectue par la mise en 
évidence des œufs qui peuvent être observés par coproscopie microscopique. Afin d’améliorer 
la sensibilité du diagnostic, il est souvent nécessaire d’effectuer un enrichissement par 
flottation en liquide dense, la densité du liquide permet, en effet, de faire monter les œufs des 
parasites à la surface pour les recueillir avant observation au microscope (66). On utilise dans 
ce cas les mêmes liquides de flottation que pour les Ankylostomes. 
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 L’observation nécessite un microscope avec un oculaire 10 et des objectifs 4 et 10, un 
oculaire muni d’un micromètre peut être utile pour mesurer les œufs observés et ainsi les 
différencier des œufs d’autres espèces parasitaires (64). Les œufs du genre Trichuris sont 
caractéristiques : ils sont qualifiés de trichuroïdes, ce sont des œufs symétriques, marron – 
jaunâtre, avec des épaississements polaires aux extrémités. Ils ne sont pas embryonnés 
lorsqu’ils sont rejetés dans les fecès du chat. Leur taille varie de 63 à 85µm sur 34 à 39µm 
pour Trichuris campanula (64). 
 
 Les règles de conservation des prélèvements sont les mêmes que pour la conservation 
des œufs d’Ankylostomes. 
 
 La sensibilité peut être améliorée en ajoutant une étape de centrifugation des selles 
avant la flottation sur liquide dense et en répétant les coproscopies (66). 
 
 
II.2.3. LES COCCIDIES. 
 
II.2.3.1. Taxonomie. (74) 
 
 Ces parasites du tube digestif des mammifères appartiennent au règne des 
Protozoaires. On regroupe de nombreuses espèces sous le terme « coccidiose » : 
 
 
Embranchement des Apicomplexa 
Classe des Sporozoasida 
Sous-classe des Coccidiasina 
Ordre des Eucoccidiorida 
 
Famille des Isosporidés 
 
• Genre Isospora 
- Isospora felis 
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- Isospora rivolta 
 
• Genre Hammondia 
- Hammondia hammondi 
 
• Genre Toxoplasma 
- Toxoplasma gondii 
 
• Genre Sarcocystis 
- Sarcocystis hirsuta 
- Sarcocystis tenella 
- Sarcocystis porcifelis 
- Sarcocystis muris 
 
• Genre Besnoitia 
- Besnoitia besnoiti 
 
 
Famille des Cryptosporidés 
 
• Genre Cryptosporidium 
- Cryptosporidium parvum 
 
 
II.2.3.2. Importance. 
 
 Il s’agit le plus souvent d’infections de jeunes animaux vivant dans des chatteries ou 
en provenant (75). 
 46
 En Allemagne, une étude a démontré que 4,2% des chats adultes sont parasités par des 
coccidies du genre Isospora, 0,3% par des coccidies du genre Sarcocystis, 0,6% par 
Toxoplasma gondii (59). Les chattons vivant dans les villes sont plus réceptifs que les adultes : 
46,6% hébergent Isospora felis, 33,3% Isospora rivolta et 3,3% Cryptosporidium parvum. 
Les chattons vivant en milieu rural sont quant plus exposés : 67,1% abritent Isospora felis, 
48,6% Isospora rivolta, 17,1% Toxoplasma gondii/Hammondia hammondi, 4,3% 
Cryptosporidium parvum (58). 
 En Belgique, une enquête sur le parasitisme intestinal des carnivores domestiques a 
montré que 30% des chats sont porteurs de Coccidies sans préciser les proportions des 
différentes espèces (57). 
 En France, une enquête menée sur la prévalence des parasites intestinaux chez les 
carnivores domestiques en région parisienne a mis en évidence 3,2% d’infestation par des 
coccidies du genre Isospora chez les chats (69). 
 Aux Etats-Unis, on estime à 6,7% les chats porteurs de Coccidies (70). 
 
 
II.2.3.3. Pathogénie. (75)(76) 
 
 Les Coccidies parasitent les cellules de la paroi du tube digestif des chats. Selon la 
profondeur de l’atteinte cellulaire et le respect de l’intégrité de la lamina propria,  il peut y 
avoir des destructions vasculaires à l’origine d’une perte de sang par hémorragie chronique. 
 Les espèces pouvant engendrer une entérite hémorragique sont Isospora felis, Isospora 
rivolta, Hammondia hammondi et Toxoplasma gondii. 
 
 
II.2.3.4. Signes cliniques associés. (75)(76)(77) 
 
 Ces protozoaires provoquent une inflammation aigue de l’intestin grêle, les 
symptômes dépendent du cycle du parasite : 
- Besnoitia besnoiti et les espèces du genre Sarcocystis ne sont pas 
pathogènes chez le chat. 
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- Cryptosporidium parvum entraîne une gastro-entérite bénigne mais le 
parasite restant à la surface de la cellule, on n’observe pas d’anémie dans ce 
type d’infestation. 
- Hammondia hammondi, Isospora felis et Isospora rivolta entraînent une 
gastro-entérite caractérisée par une diarrhée mucoïde nauséabonde plus au 
moins hémorragique selon l’intensité de l’infestation. 
- Toxoplasma gondii est généralement asymptomatique. Cependant, en cas 
d’immunodépression ou d’infestation massive, on observe un tableau 
clinique associant troubles respiratoires (83% des cas), abattement (57%), 
hyperthermie (57%), anémie (26%), troubles digestifs (17%) et signes 
oculo-nerveux (11%). 
 
Les signes dus à l’anémie ne sont présents qu’en cas d’infestation sévère. 
 
 
II.2.3.5. Diagnostic. 
 
 Le diagnostic s’effectue par la mise en évidence des ookystes dans les selles. Ils 
peuvent être observés coproscopie microscopique, afin d’améliorer la sensibilité du 
diagnostic, il est souvent nécessaire d’effectuer un enrichissement par flottation en liquide 
dense, la densité du liquide permet, en effet, de faire monter les ookystes des protozoaires à la 
surface pour les recueillir avant observation au microscope (66). Les liquides communément 
utilisés sont ceux utilisés pour l’enrichissement des prélèvements en vue de la recherche 
d’œufs d’Ankylostomes et de Trichures présentés en Annexe 1. 
 
 Les espèces capables de  provoquer des anémies rejettent des formes non sporulées, 
ces ookystes coccidiens sont ronds à ovales, contiennent une cellule et sont plus petits que les 
œufs des autres parasites (75): 
- les ookystes d’Isospora felis mesurent 40µm sur 30µm, 
- les ookystes d’Isospora rivolta mesurent 25µm sur 20µm, 
- les ookystes de Hammondia hammondi et de Toxoplasma gondii mesurent 
14µm sur 12µm. 
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 Si le prélèvement doit être lu à posteriori, les selles peuvent être conservées pendant 
deux mois à 4°C. Pour une conservation plus longue, on ne peut pas procéder de la même 
façon que pour les parasites précédents, en effet, la conservation des Protozoaires nécessite la 
fixation par des solutions spécifiques. Afin de faciliter la lecture, on peut avoir recours à la 
coloration du prélèvement. 
La fixation peut être effectuée par une solution alcoolique de polyvinyl puis la 
coloration par les colorants cellulaires classiques (May Grünwald-Giemsa, bleu de méthylène, 
colorants rapides acides du commerce, …), ou par des solutions fixantes et colorantes telle la 
solution formol – iodo – merthiolate présentées en Annexe 2. 
 
 De même que pour les endoparasites présentés précédemment, la sensibilité peut être 
améliorée en ajoutant une étape de centrifugation des selles avant la flottation sur liquide 
dense et en répétant les coproscopies étant donnée l’excrétion intermittente des ookystes (66). 
 
 
II.2.4. LA GIARDIOSE. 
 
II.2.4.1. Taxonomie. 
 
 Les endoparasites du genre Giardia sont des protozoaires flagellés anaérobies 
appartenant au groupe des Diplomonadinés. Le genre Giardia comprend plusieurs espèces de 
parasites intestinaux de divers vertébrés : mammifères, mais aussi oiseaux et batraciens (81). 
 Plusieurs espèces peuvent parasiter le chat : 
 
 
Embranchement des Sarcomastigophora 
Classe des Zoomastigophora 
Super ordre des Diplomonadidea 
Ordre des Diplomonadida 
Famille des Hexamitidés 
Genre :Giardia 
espèce :  felis 
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                   lamblia 
                         intestinalis 
 
 
II.2.4.2. Importance. 
 
 Les parasites du genre Giardia sont répandus chez le chat en Europe mais ils ne 
provoquent une légère anémie que dans de rares cas de parasitisme intense (83). 
 En Allemagne, les études sur le parasitisme intestinal des carnivores domestiques 
montrent une prévalence de 1,4% de Giardia chez les chats du sud de l’état (58) et un taux 
d’infestation de 2,4% à Hanovre (59). 
 En Belgique (57), en Espagne (55), aux Pays-bas (60), on n’a pas mis en évidence de 
parasites du genre Giardia. 
 En France, l’enquête menée par Beugnet F. (69)  sur les chats de la région parisienne en 
1997-1998 montre une prévalence de 4,8%. 
 
 
II.2.4.3. Pathogénie. 
 
 Même si ces parasites peuvent provoquer dans certains cas, une gastro-entérite à 
caractère hémorragique (76), le mécanisme de l’anémie n’est pas une perte de sang mais un 
défaut majeur d’assimilation des éléments alimentaires nécessaire à la synthèse des globules 
rouges. Pour ces endoparasites l’anémie est non régénérative par défaut de production.  
 Ce protozoaire vit, fixé par sa ventouse aux entérocytes, au niveau des cryptes 
duodénales. Les lésions de la muqueuse provoquent une altération majeure de la bordure en 
brosse des entérocytes (78). De plus, on a observé in vitro une inhibition de la lipase 
pancréatique et de la trypsine par les trophozoïtes de Giardia (79). Ces différents phénomènes 
associés à l’irritation due à la présence des parasites provoquent une malabsorption des 
nutriments, des électrolytes, des vitamines (principalement vitamine A et vitamine B12 (81)) et 
de l’eau (80). 
 L’anémie est induite par la carence en vitamine B12 indispensable à la fabrication des 
érythrocytes (82). 
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II.2.4.4. Signes cliniques associés. (78)(84) 
 
 La giardiose clinique se caractérise par un syndrome de malassimilation digestive. 
Les signes généraux sont une perte de poids importante, une diminution de l’appétit et 
une déshydratation marquée. 
Les signes digestifs sont marqués et caractéristiques : diarrhée chronique avec 
stéatorrhée, douleurs épigastriques et flatulences par prolifération bactérienne induite. 
Au niveau hématologique, si la parasitose est suffisamment importante pour entraîner 
une anémie celle-ci est d’intensité légère (83). 
 
 
II.2.4.5. Diagnostic. 
 
 La suspicion clinique est forte en présence d’un syndrome de malassimilation, le 
diagnostic différentiel est à effectuer avec une insuffisance pancréatique exocrine. 
 
 La confirmation de l’infestation est permise par l’isolement des kystes ou des 
trophozoïtes par coproscopie. Les kystes sont plus ou moins arrondis, clairs, entourés d’une 
coque lisse et mince. Leur taille est de 8x12µm et ils contiennent deux à quatre noyaux (69). 
 Les trophozoïtes sont de même taille que les kystes mais ont une extrémité pointue et 
possèdent des flagelles (85). 
 
En première intention on utilise l’étalement direct des selles, présenté en Annexe 3, 
afin d’observer les trophozoïtes en microscopie optique. La sensibilité est faible (environ 
40%) mais ce test est rapide, spécifique et peu coûteux (86).  
La recherche des kystes s’effectue après enrichissement du prélèvement par flottation 
sur liquide dense. Pour conserver et colorer les prélèvements, on utilise les mêmes solutions 
que pour les coccidies (66). La solution Zinc-Sulfate est considérée comme la plus adaptée, la 
sensibilité d’un test est approximativement de 70%. Si les analyses sont répétées pendant une 
période de trois à cinq jours la sensibilité devient supérieure à 95% (86). 
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 On trouve des anticorps spécifiques détectables par immunofluorescence indirecte 
dans le sérum des chats parasités mais cette méthode n’est pas utilisable pour le diagnostic car 
les anticorps persistent pendant plusieurs mois après l’infestation (88). 
 Il existe des kits commerciaux détectant les coproantigènes de Giardia par la méthode 
ELISA (Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay test). Ces kits n’offrent pas plus d’avantages 
que la coproscopie après enrichissement par flottation sur liquide dense (86)(87). 
 
 
II.2.5. LA GASTROSE A Ollulanus tricuspis. 
 
 Même si aucune publication ne montre d’anémie due à ce nématode chez le chat, 
Ollulanus tricuspis entraîne quelquefois des pertes de sang prolongées lors d’infestation 
chronique (89). 
 
II.2.5.1. Taxonomie. 
 
 Ollulanus tricuspis est un nématode vivipare vivant dans l’estomac des chats : 
 
Super embranchement des Vers 
Embranchement des Némathelminthes 
Classe des Nématodes 
Ordre des Strongylida 
Famille des Trichostrongylidés 
Sous famille des Ollulaninés 
Genre : Ollulanus 
espèce : tricuspis 
 
 
II.2.5.2. Importance. 
 
 Ce nématode a une distribution mondiale : on le trouve principalement en Europe, en 
Océanie et en Amérique du nord. 
 54
 Sa répartition dans le vieux continent est très hétérogène, certains états sont très 
touchés comme l’Allemagne, l’Italie, la Grèce et l’Angleterre alors que certains autres sont 
indemnes d’Ollulanus tricuspis chez le chat comme la France, l’Espagne ou les Pays-bas (90). 
En Allemagne, Hasslinger M.A. (89)(91) montre une prévalence de ce nématodes variant 
de 12 à 42% selon les régions. En Grèce, l’incidence de ce ver chez le chat est de 30,1% (90). 
Au Royaume-Uni, le taux d’infestation est de 11% (92). En Belgique, la prévalence est de 5,8% 
(92). 
On rapporte également des cas en Suisse (90), en Pologne (90), au Portugal (90), en 
Hongrie (90), en République Tchèque et en Slovaquie (90). 
 
 
II.2.4.3. Pathogénie (93)(94). 
 
 Ollulanus tricuspis est un nématode qui vit enchâssé dans la muqueuse stomacale de 
son hôte. Sa présence entraîne une gastrite chronique avec hyperplasie de l’épithélium, 
inflammation et infiltrations cellulaires. Lors d’infestation prolongée, l’évolution s’effectue 
vers une sclérose et une ulcération de la muqueuse. Les ulcères sont à l’origine de la perte de 
sang chronique dans le tube digestif, susceptible de provoquer une anémie. 
 
 
II.2.4.4. Signes cliniques associés (93)(95). 
 
 Les symptômes généraux sont liés à la dyspepsie occasionnée, on observe une perte de 
l’appétit et un amaigrissement. Les signes digestifs sont des vomissements chroniques 
pouvant contenir du sang et éventuellement la présence de méléna. Sur le plan hématologique, 
on note une hyperéosinophilie. 
 
 
II.2.4.5. Diagnostic. 
 
 On suspecte une infestation par Ollulanus tricuspis lors d’association de vomissements 
chroniques et d’hyperéosinophilie sanguine. 
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 La confirmation de l’infestation du vivant de l’animal s’effectue par la mise en 
évidence des parasites qui peut être réalisée selon deux méthodes (90)(96): 
 
• L’examen microscopique du produit du vomissement induit par l’injection 
intramusculaire de Xylazine (2,2mg/kg). La sensibilité peut être améliorée par 
enrichissement en filtrant le prélèvement grâce à un tamis à maille de 0,075 mm de 
diamètre afin d’observer les adultes ou les larves du nématode. La sensibilité de 
cette méthode est de 70%. 
• L’examen microscopique après lavage stomacal. Après anesthésie et pose d’une 
sonde gastrique, l’administration stomacale puis le recueil de 15 ml de solution 
saline six fois de suite permet, après centrifugation, d’observer les adultes ou les 
larves d’Ollulanus tricuspis avec une sensibilité de 98%.  
 
Les mâles mesurent de 0,7 à 0,8mm de longueur pour 0,035mm de diamètre alors que 
les femelles sont légèrement plus grosses avec 0,8 à 1,0mm de longueur pour 0,040mm de 
diamètre. Les larves strongyloïdes sont filiformes plus petites que les adultes. 
Ce ver étant vivipare, la coproscopie ne permet pas de réaliser le diagnostic de cette 
helminthose. Exceptionnellement, on peut retrouver des adultes dans les fèces mais ils sont de 
toute façon en très petite quantité car ce nématode préfère le pH acide de l’estomac au pH 
alcalin de l’intestin. 
 
 
La mise en évidence des adultes et des larves peut s’effectuer après autopsie. Deux 
méthodes peuvent être employées (90)(96): 
• L’examen du contenu et de la muqueuse stomacale. Dans un premier temps, le 
liquide stomacal est centrifugé et examiné à l’aide d’un microscope, puis on 
effectue dix prélèvements par raclage de la muqueuse dans les trois régions 
glandulaires de l’estomac. Deux prélèvements sont réalisés dans la pars cardiaca, 
quatre dans la pars fundica et quatre dans la pars pylorica. Les prélèvements sont 
mélangés dans une solution de chlorure de sodium puis centrifugés et observés au 
microscope. L’observation peut être facilitée en substituant la solution de chlorure 
de sodium par une solution d’hydroxyde de potassium qui va dissoudre les 
particules mucosales. 
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• La digestion pepsique de l’estomac. L’estomac est recueilli et placé dans une 
solution d’un litre d’eau contenant 5ml d’acide chlorhydrique et 5g de pepsine. Le 
prélèvement est placé de quatre à huit heures à 37°C. Les nématodes se dépose 
alors dans le fond du tube. La centrifugation et l’observation microscopique 
permettent d’effectuer le diagnostic. 
 
 
 
III. ANEMIES PARASITAIRES PAR HEMOLYSE. 
 
De nombreux agents sont responsables d’hémolyse pouvant provoquer une anémie, il 
s’agit des rickettsies Hemobartonella felis (rebaptisées Mycoplasma hemofelis) qui ne sont 
pas réellement des parasites mais que nous choisissons d’inclure dans notre étude par tradition 
et pour leur prévalence très importante en Europe, des parasites du genre Babesia, de 
Cytauxzoon felis, des hémoparasites Trypanosoma spp. et de Dirofilaria immitis. 
 
 
III.1. L’ANEMIE INFECTIEUSE FELINE. 
 
 L’anémie infectieuse féline est une maladie aigue ou chronique causée par un 
organisme du genre Hemobartonella appelé Hemobartonella felis par Flint J.C. en 1958 (97). 
Certains auteurs nomment cet agent Eperythrozoon felis (98). La transmission de ce micro-
organisme n’est pas complètement établie et semble multimodale : puces et autres 
ectoparasites suceur de sang, transfusions sanguines, infections congénitales ou néonatales, 
morsures de chat. 
 
 
III.1.1. Taxonomie. (98) 
 
 Hemobartonella felis a d’abord été classée parmi les parasites puis parmi les bactéries. 
Ce groupe de bactéries « parasites » obligatoires des cellules sanguines est appelé Rickettsie. 
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Ordre des Rickettsiales 
Famille des Anaplasmaceae 
Genre : Hemobartonella 
espèce : felis 
 
 
 Les études génétiques ont récemment rapproché l’espèce Hemobartonella felis des 
espèce appartenant au genre Mycoplasma. Afin de ne pas confondre avec la bactérie 
Mycoplasma felis, Neimark H. et alii ont proposé le nom Mycoplasma hemofelis (99). 
 
 
III.1.2. Importance. (98)(101)(102) 
 
 Mycoplasma hemofelis a une répartition mondiale. Ce germe est présent à l’état 
enzootique dans de nombreuses régions du globe notamment en Afrique méridionale et en 
Amérique du Nord. En Europe, il est considéré comme le principal agent d’anémie 
hémolytique chez le chat (100). 
 Les données concernant la prévalence varient selon la méthode de dépistage utilisée, la 
difficulté résidant dans l’existence de porteurs latents et dans la parasitémie inconstante lors 
de l’expression chronique de la maladie. Aux Etats-Unis, les différentes enquêtes montrent 
des résultats très variables avec une prévalence de 0,9 à 28%. Cette maladie émerge depuis 
plusieurs années en Europe où son incidence augmente fortement lors de co-infection avec les 
viroses FIV et FeLV. 
 
 
III.1.3. Pathogénie. 
 
 Mycoplasma hemofelis provoque une anémie hémolytique due à plusieurs 
mécanismes : 
 
- La présence du micro-organisme dans les hématies provoque la rétention 
splénique des érythrocytes et leur destruction par les phagocytes de la rate 
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ayant pour fonction d’éliminer les inclusions ou les parasites des globules 
rouges (103)(104). 
- L’attachement du micro-organisme à la membrane de l’hématie entraîne 
une érosion de celle-ci et l’apparition d’antigènes induisant la formation 
d’auto-anticorps (105)(106). Il y a donc un phénomène d’hémolyse à médiation 
immune révélé par une positivité au test de Coombs. 
 
Dans l’anémie infectieuse féline, l’hémolyse est essentiellement une hémolyse extra-
vasculaire mais également pour une part non négligeable une hémolyse intra-vasculaire.    
 
 
III.1.4. Signes cliniques associés. (107) 
 
 Lors d’une anémie infectieuse féline, les signes généraux sont ceux du syndrome 
anémie, on observe un abattement, une anorexie accompagnée d’une perte de poids, une 
pâleur des muqueuses et un ictère modéré. L’hyperthermie n’est pas constante et ne s’observe 
qu’en phase aigue. 
 Une splénomégalie est souvent présente mais n’est pas constante. 
 
 Les signes hématologique montrent une anémie régénérative à caractère macrocytaire 
et hypochrome. L’intensité de l’anémie dépend du taux d’infection mais est souvent modérée 
à sévère, certains chats ayant un nombre d’hématies inférieur à 0,2 x10¹²/litre de sang (104).  
 
 Les principales modifications biochimiques sont une augmentation de la bilirubinémie 
quelquefois associée à une bilirubinurie, une augmentation de l’activité enzymatique du foie. 
Les taux de protéines sanguines sont normaux ou légèrement élevés. 
 
 En cas de co-infection avec le virus leucémogène félin, les signes biologiques sont 
ceux de l’infection par ce virus. 
 
 
III.1.5. Diagnostic. 
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 La suspicion clinique d’anémie infectieuse féline s’effectue par l’association d’une 
anémie régénérative et d’une bilirubinémie augmentée. 
 La confirmation de l’infection peut être réalisée selon plusieurs méthodes : 
 
• mise en évidence de l’agent 
 
L’observation microscopique de Mycoplasma hemofelis s’effectue sur un étalement 
d’une goutte de sang périphérique. Il est préférable de réaliser le test à partir de sang frais 
récolté sans anti-coagulant car les substances de type EDTA ou héparinate provoque le 
détachement du germe de son globule rouge (98). 
Les méthodes de coloration permettent de visualiser les trois formes prises par le 
micro-organisme (98): il peut se présenter sous la forme de coques de 0,1 à 0,8µm de diamètres 
seules ou assemblées par petites chaînettes de deux à huit éléments ; sous la forme de petits 
bacilles de 0,2 à 0,5µm sur 0,9 à 1,5µm retrouvés à la périphérie des érythrocytes ; ou sous la 
forme de fins anneaux basophiles avec une pâleur centrale de 0,1µm. 
 
Les colorations utilisées sont les colorations de May-Grünwald Giemsa ou de Wright 
pour lesquelles le germe apparaît en bleu foncé ou en violet. La coloration fournissant les 
meilleurs résultats est l’acridine orange qui permet d’augmenter la sensibilité lors de 
l’observation sous ultra-violets (108). 
En raison de la parasitémie cyclique propre à chaque chat, les frottis doivent être 
réalisés sur une période de cinq à sept jours (105). 
 
• Sérologie 
 
L’immunofluorescence indirecte permet la détection des anticorps vingt et un jours 
après infection (100) et le test Western immunoblot les met en évidence après quatorze jours 
d’infection (109). Cependant, les anticorps sont à la fois décelés pour les porteurs latents, pour 
les chats réellement malades et pour les chats guéris pendant au moins six mois (100). 
Une sérologie positive doit être corrélée à la présence de signes cliniques afin 
d’aboutir au diagnostic d’anémie due à la pathogénie de Mycoplasma hemofelis.    
 
• Polymerase Chain Reaction (PCR) (110)(111) 
 61
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 62
Cette méthode est la plus sensible et la plus spécifique, le principe est l’amplification 
exponentielle d’un fragment d’ADN connu appartenant à Mycoplasma hemofelis. La quantité 
de polymère obtenu après un nombre de cycle de réplication connu permet une analyse semi-
quantitative du taux d’infection et une différenciation des cas de porteurs latents et des cas de 
maladie. En utilisant des fragments d’ADN plus restreints, on peut même connaître la souche 
infectant le chat. 
 
 
III.2. LA BABESIOSE FELINE. 
 
Les parasites du genre Babesia infestant le chat sont des protozoaires parasites du 
sang, plus particulièrement des érythrocytes. Ils peuvent être transmis par plusieurs espèces de 
tique, le rôle de Haemaphysalis leachi a été démontré (112). 
 
 
III.2.1. Taxonomie. 
 
 Le chat n’est pas réceptif à Babesia canis parasite du chien qui sévit à l’état 
endémique dans certaines régions d’Europe. Trois espèces parasitent les Félidés et sont donc 
parfois retrouvées chez le chat : Babesia felis, Babesia cati, Babesia herpailuri.  
   
 
Embranchement des Apicomplexa 
Classe des Sporozoasida 
Ordre des Piroplasmida 
Famille des Babésiidés 
Genre : Babesia 
espèce : felis 
            cati 
                       herpailuri 
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III.2.2. Importance 
 
 Les babésioses félines sont considérées comme des maladies exotiques : elles 
sévissent dans des pays ou régions chaudes de manière sporadique (Afrique méridionale, 
Amérique du Sud, Inde). Babesia felis se rencontre en Afrique et en Inde, Babesia cati en 
Inde et Babesia herpailuri essentiellement en Afrique du Sud voire en Amérique du Sud chez 
les grands félidés. 
 En Europe, seuls deux cas documentés sont recensés, tous deux en France (112)(113). Le 
premier cas en région parisienne fut attribué à Babesia herpailuri, le second cas en Haute-
Saône fut attribué à Babesia felis. 
 
 
III.2.3. Pathogénie. 
 
 Le mécanisme précis de l’anémie provoquée par les parasites du genre Babesia chez le 
chat est très peu documenté, on suppose que le mode d’action est le même que celui des 
espèces parasitant d’autres hôtes en particulier le chien. En effet, la présence des protozoaires 
dans les hématies induit une hémolyse dont la sévérité dépend du taux d’infestation. 
 Comme pour Mycoplasma hemofelis, la présence de Babesia entraîne une 
modification des antigènes de surface provoquant une part d’hémolyse à médiation immune. 
 
 
III.2.4. Signes cliniques associés. (114)(115)(116)(117) 
 
 Les signes généraux sont peu caractéristiques et correspondent au syndrome 
anémique : abattement, léthargie et prostration sont observés. Souvent le pelage est terne, on 
note également une anorexie accompagnée d’amaigrissement. Les muqueuses sont très pâles 
quelquefois ictériques. L’hyperthermie est rare et de courte durée. 
 On peut parfois observer des troubles digestifs avec une diarrhée de selles décolorées 
de teinte jaune-orangé. 
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 Les signes hématologiques correspondent à ceux d’une anémie hémolytique : anémie 
régénérative macrocytaire et hypochrome. Une leucocytose avec monocytose et une 
thrombopénie peuvent être parfois présentes. 
 Les signes biochimiques montrent pour une majorité de cas une hyperbilirubinémie et 
une augmentation de l’activité des enzymes hépatiques cytosoliques. La concentration 
sanguine totale en protéines est normale à augmentée. On n’observe pas de changements 
notables des paramètres rénaux. 
 
 
III.2.5. diagnostic. 
 
 La suspicion de babésiose féline est liée à la présence d’une anémie hémolytique et la 
confirmation s’effectue par la mise en évidence du parasite lors d’un étalement et coloration 
d’une goutte de sang périphérique, la coloration de choix étant la coloration de May-
Grünwald Giemsa (118): 
- Babesia felis est en général de petite taille 0,3 à 0,9µm, la forme en « Croix 
de Malte » est caractéristique mais ce protozoaire peut se présenter sous 
d’autres formes (118). 
- Babesia cati mesure de 0,5 à 2,5µm et est décrit essentiellement sous des 
formes ovales ou en anneau, jusqu’à huit cellules peuvent être observées 
dans la même hématie (119). 
- Babesia herpailuri a une taille moyenne de 2,7µm, les formes bigéminées 
sont les formes typiques (112). 
  
A la différence de Mycoplasma hemofelis, les parasites du genre Babesia sont en 
position intracellulaire et non épicellulaire. 
   
 
III.3. LA CYTAUXZOONOSE. 
  
 Cette maladie mortelle, décrite pour la première fois aux Etats-Unis, est due à un 
protozoaire parasite des cellules du système des phagocytes mononucléés puis des 
érythrocytes du chat transmis par une espèce de tique : Dermacentor variabilis (120). 
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III.3.1. Taxonomie 
 
 L’espèce responsable de la cytauxzoonose est un piroplasme appelé Cytauxzoon felis 
ou Theleria felis. 
 
 
Embranchement des Apicomplexa 
Classe des Sporozoasida 
Ordre des Piroplasmida 
Famille des Theilériidés 
Genre : Cytauxzoon 
espèce : felis 
 
 
III.3.2. Importance. (121) 
 
 Ce parasite est présent en Amérique du nord, où sont présents les réservoirs sauvages : 
le Lynx et les chats sauvages ; et les vecteurs : les tiques Dermacentor variabilis. Dans 
certaines régions, il est présent à l’état enzootique. 
 Ce protozoaire est présent également en Afrique du Sud (122). En Europe, il est 
considéré comme un parasite d’importation. 
 
 
III.3.3. Pathogénie. (123)(124) 
 
 On reconnaît deux phases à l’infestation. La première phase « pré-érythrocytaire » 
s’effectue dans le cytoplasme des macrophages, histiocytes et dans les cellules endothéliales 
des vaisseaux où il se déroule la schizogonie. La seconde phase « érythrocytaire » a lieu dans 
les globules rouges où le développement des schizozoïtes entraîne  la destruction des 
hématies. 
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III.3.4. Signes cliniques. 
 
 Les symptômes généraux ne sont pas caractéristiques, on observe une prostation et une 
asthénie, les muqueuses sont très pâles, sub-ictériques ou ictériques en fin d’évolution (125)(126). 
Le chat est très déshydraté, l’hyperthermie est constante et très marquée souvent supérieure à 
41°C (125). On observe très souvent une dyspnée secondaire à l’hypoxie due à l’anémie et un 
épanchement jaune clair dans la cavité péricardique (126). 
 
 Au niveau hématologique, on note une anémie sévère souvent peu régénérative 
normochrome, normocytaire ; une thrombocytopénie ; une leucopénie avec lymphopénie et 
éosinopénie (127). 
 Au niveau biochimique, les concentrations sanguines en bilirubine totale, en glucose et 
en ALAT (Alanine Transaminase) sont augmentées alors qu’on constate une 
hypoalbuminémie et une hypokaliémie (127). 
 
 
III.3.5. diagnostic. 
 
 L’incubation de la maladie étant toujours rapide, six à huit jours, la cytauxzoonose 
doit être suspectée lors d’une anémie hémolytique pas ou peu régénérative après un séjour très 
récent en zone d’enzootie. 
 
 La confirmation de l’infestation s’effectue par la mise en évidence du parasite dans 
l’organisme du chat. L’observation microscopique d’un étalement de sang après coloration 
permet quelquefois le diagnostic de cette protozoose, mais, dans près d’un cas sur deux, la 
parasitémie n’est pas décelable. La ponction de moelle osseuse permet également la 
visualisation de Cytauxzoon felis avec une sensibilité meilleure que celle de l’étalement (128). 
 Les colorations habituelles (May-Grünwald Giemsa, Wright,…) permettent une bonne 
visualisation des parasites en position intracellulaire, leur taille est petite et leur forme est 
variable : 
- forme annulaire à noyau simple de 1 à 1,5µm de diamètre (129), 
- forme en allongée à noyaux bipolaires, « épingle de sûreté », de 1 à 2µm de 
longueur (129), 
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- forme en chaînette, caractéristique, correspondant à quatre formes 
annulaires associées (129).  
     
 Même si quelques rares cas de guérison sont connus (130)(131), la cytauxzoonose est une 
maladie rapidement fatale en deux jours à une semaine. Le diagnostic peut être effectué par 
autopsie. Les lésions ne sont pas caractéristiques : on observe de l’œdème sur de nombreux 
organes, le foie prend une teinte jaune-orangée, les muqueuses sont couvertes de pétéchies et 
l’animal présente une splénomégalie nette (124). 
La mise en évidence des parasites, s’effectue par la recherche de macrophages infectés 
dans les veines et les sinus veineux des poumons, foie, nœuds lymphatiques, moelle osseuse, 
rate essentiellement mais aussi des autres organes. Les macrophages sont alors plus gros 
(75µm) avec un large noyau en position périphérique à nucléus proéminent. Le cytoplasme de 
ces macrophages contient des centaines de structures rondes, de 0,25µm de diamètre, de 
couleur bleu-foncée correspondant aux noyaux des mérozoïtes (121)(124). 
 
 Aux Etats-Unis, où la maladie sévit à l’état enzootique, trois moyens diagnostiques 
supplémentaires sont disponibles (131)(132) :  
 un test IFA (Indirect Fluorescent Antibody) permet de détecter les antigènes de 
Cytauxzoon felis dans les tissus infectés grâce à des anticorps révélables par 
fluorescence. 
  un test immuno-microfluorométrique permettant la détection et le titrage des anticorps 
anti-cytauxzoon dans le sérum des chats. 
 Un test PCR permettant l’amplification par polymérisation de séquences d’ADN 
connues. 
 
 
III.4. LES TRYPANOSOMOSES. 
 
 Le chat est concerné par les deux types de trypanosomoses (118) : la trypanosomose 
africaine transmise par les glossines dont les agents sont Trypanosoma congolense et 
Trypanosoma brucei, et la trypanosomose américaine transmise par les punaises du genre 
Triatoma dont l’agent est Trypanosoma cruzi. 
 Les trypanosomoses peuvent être rencontrée sous d’autres noms : 
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- Maladie de Chagas pour Trypanosoma cruzi, 
- Maladie de Nagana pour Trypanosoma congolense, 
- Maladie de Surra pour Trypanosoma brucei. 
 
 
III.4.1. Taxonomie. 
 
 Il existe beaucoup d’espèces de trypanosomes parasitant de nombreuses espèces de 
mammifères,  mais seules les trois citées peuvent être rencontrée chez le chat : 
 
 
Embranchement des Sarcomastigophora 
Classe des Zoomastigophora 
Super ordre des Diplomonadidea 
Ordre des Kinetoplastida 
Famille des Trypanosomatidés 
Genre : Trypanosoma 
espèce : cruzi 
                        congolense 
                brucei 
 
 
III.4.2. Importance. 
 
 La trypanosomose américaine à Trypanosoma cruzi est présente en Amérique du sud 
où elle sévit à l’état endémique dans certaines régions. Des enquêtes sérologiques ont montré 
un pourcentage d’infestation de 9,1% au chili (133), et 18% au Brésil (134). 
 La trypanosomose africaine est présente en Afrique où vit son principal vecteur : les 
glossines. Les données épidémiologiques ne sont pas connues pour ces pays, mais on 
considère que ce protozoaire empêche l’élevage de troupeau sur près d’un quart de la surface 
totale de l’Afrique (135). 
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 En Europe, ces maladies sont considérées comme des maladies d’importation liées à la 
présence de parasites exotiques. Cependant, devant le transport de plus en plus fréquent des 
animaux domestiques entre les différents continents, le risque de trypanosomose chez le chat 
en Europe ne doit pas être exclu (101)(102)(136). 
 
 
III.4.3. Pathogénie. (137) 
 
 Le mécanisme amenant l’anémie est peu connu. L’hémolyse, liée à l’action directe du 
parasite dans le sang, est essentiellement d’origine immune et intervient pour une faible part. 
L’anémie intervient en trois étapes peu distinctes :  
- Dans un premier temps, l’anémie est provoquée par une expansion du 
volume plasmatique amenant une hémodilution. 
- Puis, une thrombopénie marquée entraîne des pertes de sang plus ou moins 
importantes. 
- Enfin, lorsque le stock de fer diminue, l’anémie est ferriprive. 
 
 
III.4.4. Signes cliniques associés. 
 
 Les symptômes ne sont pas très spécifiques, on observe une fièvre intermittente, une 
adénopathie des nœuds lymphatiques superficiels, une tachycardie. L’anémie apparaît 
généralement sans hémoglobinurie (137). 
 Lors de trypanosomose africaine, des troubles oculaires sont souvent rapportés : 
oedème des paupières, uvéite, kératite, conjonctivite (138). On note également des oedèmes des 
parties déclives de l’animal (118). 
 
 En cas de chronicité de l’infestation, les animaux s’anémient, maigrissent beaucoup et 
les oedèmes se généralisent. On observe également une splénomégalie (118).  
 
 Les signes hématologiques sont dominés par une thrombopénie marquée à l’origine de 
saignements, et par une anémie dont les caractéristiques évoluent au cours de la maladie. 
L’anémie est d’abord normocytaire et normochrome lors de la phase d’hémodilution ; elle 
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devient régénérative à caractère macrocytaire lors des saignements ; les caractères sont 
hypochrome et microcytaire lorsque l’anémie devient ferriprive (137). 
 On observe également une leucopénie avec à la fois lymphopénie et neutropénie.  
 
 
III.4.5. diagnostic. (66)(135)(137) 
 
 On suspecte une trypanosomose lors d’une association d’une fièvre intermittente, 
d’une adénomégalie superficielle et d’une anémie, deux à quatre semaines après un voyage en 
zone d’enzootie. 
 La confirmation de l’infestation repose sur la mise en évidence du parasite dans 
l’organisme du chat. Les trypanosomoses infestent le sang et de nombreux tissus, les sites de 
prédilection pour la recherche des parasites sont : 
- le sang périphérique prélevé à l’oreille ou à la veine jugulaire, 
- le liquide céphalo-rachidien, 
- les nœuds lymphatiques, 
- les lésions repérées sur divers organes de l’animal vivant ou après autopsie. 
 
Le prélèvement peut être examiné en microscopie optique directement après étalement 
et coloration ou après enrichissement par analyse du buffy coat pour un prélèvement sanguin 
ou céphalo-rachidien. En effet, après centrifugation pour la réalisation d’un microhématocrite, 
les trypanosomes se situent à l’interphase entre le buffy coat et la couche de plasma. En 
cassant le tube à ce niveau et en étalant l’interphase on augmente la sensibilité du test. 
Les colorations de choix sont les colorations de type May-Grünwald Giemsa ou 
Wright, elles permettent d’observer les formes libres mesurant plusieurs dizaines de 
micromètres selon l’espèce considérée. Les trypanosomes sont des organismes typiquement 
allongés à extrémités pointues, possèdent un kinétoplaste et un flagelle dont une partie est 
libre, l’autre étant reliée à la cellule par une membrane ondulante. 
 
Le diagnostic peut également s’effectuer par la recherche des anticorps présents dans 
le sérum des chats atteints. Les méthodes employées sont l’immunofluorescence indirecte et 
la fixation du complément. Récemment, une méthode ELISA a été mise au point pour la 
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détection de Trypanosoma congolense, elle est actuellement utilisée par des laboratoires 
autrichiens, belges et africains (139). 
 
 
III.5. LA DIROFILARIOSE CARDIAQUE. 
 
 La dirofilariose est due à la présence dans les artères pulmonaires d’un nématode : 
Dirofilaria immitis. Ce parasite transmis par plus de soixante-dix espèces de moustiques 
(Anopheles, Aedes, Culex, Mansonia spp.), touche essentiellement les chiens, mais également 
les canidés sauvages, les chats domestiques et les furets (140)(141).  
 
 
III.5.1. Taxonomie. 
 
 Une seule espèce est responsable de la dirofilariose cardiaque, il existe une 
dirofilariose sous-cutanée due à Dirofilaria repens mais elle n’entraîne pas d’anémie chez le 
chat. 
 
 
Super embranchement des Vers 
Embranchement des Némathelminthes 
Classe des Nématodes 
Ordre des Spiruda 
Super famille des Filaroidea 
Famille des Onchocercidés 
Genre : Dirofilaria 
espèce : immitis 
 
 
III.5.2. Importance. 
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 Dirofilaria immitis est présente dans les zones tropicales et les zones chaudes, on 
trouve ce nématode essentiellement en Amérique, en Afrique, en Asie du Sud, en Australie 
(141). 
 En Europe, ce parasite est trouvé sporadiquement autour de la Méditerranée avec des 
zones enzootique dans le sud-est de la France et dans le nord de l’Italie où sont présents les 
chiens et les moustiques respectivement réservoirs et vecteurs du parasite (142). 
 Une étude menée dans la plaine du Pô en Italie, zone de présence maximale du 
parasite en Europe, a montré une prévalence sérologique moyenne de 16% chez le chat, les 
valeurs variant de 9 à 27% selon le lieu étudié (143). 
 
 
III.5.3. Pathogénie. (144) 
 
 Lors d’une dirofilariose cardiaque, la masse des vers présents dans les artères 
pulmonaires créé un obstacle mécanique qui traumatise les globules rouges lors de leur 
passage. L’anémie engendrée est la conséquence de l’hémolyse mécanique par les vers 
adultes. 
 
 
III.5.4. Signes cliniques associés. (145)(146) 
 
 Les signes cliniques observés dépendent de l’évolution ; le chat peut mourir 
soudainement sans aucun signe, présenter des symptômes d’évolution aigue, montrer des 
signes chroniques non spécifiques ou être totalement asymptomatique. 
 La mort soudaine est provoquée par un collapsus circulatoire et une insuffisance 
respiratoire par infarctus des artères pulmonaires aigu. 
 
 Lors d’évolution aigue, les symptômes sont provoqués par l’embolisation de vers. On 
observe alors une dominance de signes respiratoires avec dyspnée, tachycardie, syncopes, 
associés à des convulsions et des signes digestifs tels que vomissements et diarrhée. 
 Si l’évolution est chronique, les signes présentés sont moins prononcés, on observe 
alors une toux non productive ou éventuellement sanguinolente, des vomissements 
chroniques, de la dyspnée intermittente et des signes peu spécifiques comme une léthargie, 
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une anorexie ou simplement une baisse de forme. Un souffle cardiaque droit peut être entendu 
à l’auscultation cardiaque (144). 
 
 D’autres symptômes plus rarement rencontrés peuvent être associés à la présence de 
Dirofilaria immitis : pneumothorax (147), glomérulonéphrite (148). 
 
 L’hématologie montre une anémie modérée plus ou moins régénérative à tendance 
normocytaire et normochrome. On observe une éosinophilie non systématique et une 
basophilie fortement évocatrice de dirofilariose (149). Les biochimies sanguines et urinaires 
sont habituellement normales. 
  
 
III.5.5. diagnostic. 
 
 La suspicion de dirofilariose s’effectue lors d’association de signes hématologiques, 
dominés par une anémie modérée et une basophilie, et de signes respiratoires. 
 
 De nombreux examens complémentaires peuvent orienter le diagnostic vers cette 
parasitose : 
 
• Radiographie thoracique (145)(149) 
 
Même si la radiographie est normale en début d’évolution, on observe très rapidement 
une dilatation ventriculaire droite et une proéminence du tronc pulmonaire. L’injection de 
produit radio-opaque dans la veine jugulaire suivi de la prise de clichés radiographique 5 à 6 
secondes après permet une meilleure visualisation (118). 
Les artères pulmonaires abritant les nématodes apparaissent dilatées et tortueuses. Au 
niveau pulmonaire, on peut noter une densification nodulaire interstitielle et des images 
alvéolaires périvasculaires. 
 
• Echocardiographie (150) 
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On observe des signes d’insuffisance cardiaque droite avec dilatation atriale et 
ventriculaire droite, et des signes d’hypertension pulmonaire avec hypertrophie de la paroi 
ventriculaire droite. Ces signes peuvent être accompagnés de mouvements septaux 
paradoxaux et d’une dilatation du tronc pulmonaire. 
Cet examen peut permettre un diagnostic de certitude si l’on observe des parasites 
adultes dans le tronc pulmonaire, le ventricule droit ou dans la veine cave caudale. 
 
• Electrocardiographie (140)(145) 
 
Bien qu’il soit normal dans la majorité des cas, l’électrocardiogramme peut montrer un 
élargissement du complexe QRS signant une dilatation ventriculaire droite et une onde P 
d’amplitude augmentée traduisant une dilatation atriale droite. 
 
• Lavage broncho-alvéolaire (145) 
 
L’analyse cytologique du liquide recueilli par lavage broncho-alvéolaire montre une 
quantité importante de polynucléaires éosinophiles. Ce résultat peut être également obtenu 
lors des autres parasitoses pulmonaires telles l’infestation par Aelurostrongylus abstrusus ou 
par Paragonimus kellicotti, et dans les manifestations allergiques. 
 
 
Le diagnostic définitif nécessite la mise en évidence des adultes, des microfilaires 
circulantes, des anticorps ou des antigènes présents dans le sérum des chats. 
 
 Nous avons vu précédemment que les parasites adultes pouvaient être éventuellement 
visualisés lors d’échocardiographie, il s’agit en outre du seul moyen de mise en évidence du 
vivant de l’animal. Si l’animal meurt, l’autopsie permet de démontrer la présence des 
nématodes dans les sites de prédilection, artères pulmonaires, ventricule droit voire veine cave 
caudale. On retrouve en général entre un et neuf vers ronds et filiformes, les mâles ont une 
extrémité postérieure spiralée et mesurent plus de 12cm pour un diamètre compris entre 0,6 et 
0,9mm. Les femelles sont plus grosse : au moins 21cm pour un diamètre de 1 à 1,3mm (145). 
 
 La microfilarémie est présente, chez le chat, dans moins de 20% des cas (145), 
l’observation peut se faire par microscopie optique sur un étalement de sang capillaire ou 
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veineux. Afin d’améliorer la sensibilité du diagnostic, il est conseillé de réaliser le 
prélèvement entre 22 heures et 2 heures, correspondant au pic de microfilarémie chez le chat 
(151), et d’effectuer une coloration de type May-Grünwald Giemsa. Les microfilaires observées 
mesurent environ 300µm pour un diamètre de 6µm (118). 
 Il existe des techniques permettant d’enrichir le prélèvement : 
- la filtration du sang recueilli par une membrane possédant des pores de 
3µm permet l’observation aisée des microfilaires après coloration. 
- la méthode de Knott modifiée sur sang veineux présentée en Annexe 6. 
- de la même façon que pour la recherche des trypanosomes, l’analyse du 
buffy coat peut améliorer la recherche des microfilaires de Dirofilaria 
immitis. Elles se situent également à l’interphase du buffy coat et du plasma 
dans le tube de microhématocrite (66). L’analyse du buffy coat a montré une 
sensibilité de 100% pour une microfilarémie supérieure à 160 microfilaires 
par millilitre de sang (152). 
 
 La recherche des anticorps dirigés contre les antigènes cuticulaires des microfilaires 
effectuée par immunofluorescence indirecte (153) montre une sensibilité faible (33%) en raison 
de la rareté de la microfilarémie chez le chat, on réservera cette méthode à la dirofilariose 
canine (118)(154). La mise en évidence des anticorps dirigés contre les antigènes somatiques des 
adultes par test ELISA montre de meilleurs résultats, cette méthode permet de détecter 
l’infestation très précocement pendant la période prépatente, pendant la phase clinique de la 
maladie et de suivre la diminution du taux d’anticorps circulants après traitement chirurgical 
ou médical (155)(156)(157). 
 
 Le moyen diagnostic le plus utilisé est la détection des antigènes métaboliques 
circulants produits par les filaires adultes par la méthode ELISA (158). De nombreux kits 
commerciaux existent, ils sont basés sur la recherche des antigènes circulants ou sur la 
recherche des anticorps anti-antigènes somatiques adultes, ils montrent des sensibilités et des 
spécificités de l’ordre de 90% selon les tests considérés (159).  
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IV. ANEMIES PARASITAIRES PAR DEFAUT DE 
PRODUCTION. 
 
 
IV.1. L’HISTOPLASMOSE ou Maladie de Darling. 
 
 Il s’agit d’une mycose du système réticulo-histiocytaire, due à la présence dans les 
cellules de ce tissu (principalement dans les histiocytes) d’un champignon, Histoplasma 
capsulatum, saprophyte lorsqu’il vit dans le milieu extérieur (160). 
 
 
IV.1.1. Taxonomie. 
 
 Histoplasma capsulatum est une Levure : 
 
Embranchement des Ascomycota 
Classe des Ascomycètes 
Ordre des Onygénales 
Famille des Onygénacées 
Genre-espèce : Histoplasma capsulatum 
 
Il existe 4 « variétés » (160): 
 
- Histoplasma capsulatum farcinosum, responsable de la lymphangite 
épizootique des équidés, 
 
- Histoplasma capsulatum capsulatum, agent de l’histoplasmose 
sensus stricto provoquant dans certains cas une anémie chez les chats, 
 
- Histoplasma capsulatum duboisii, responsable de l’histoplasmose 
africaine, 
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- Histoplasma capsulatum mirandei, agent de l’histoplasmose des 
voies lacrymales chez les équidés. 
 
Nous évoquerons, dans la suite de l’étude, uniquement les levures de la variété 
Histoplasma capsulatum capsulatum qui affecte principalement l’homme, le chien et le chat. 
Cette levure est dimorphique : en tant que parasite, elle a un aspect de levure le plus souvent 
intracellulaire alors que dans sa vie libre, elle a une forme filamenteuse (161). 
 
 
IV.1.2. Importance. (161) 
 
 L’histoplasmose est une mycose grave, à répartition géographique mondiale, mais 
rarissime en Europe, les zones recensant la plupart des cas sont situées au Danemark et en 
Italie. 
 Cette levurose est en revanche bien connue en Amérique où elle sévit à l’état 
endémique aux Etats-Unis, au Canada et en Amérique centrale. On recense des cas 
d’importation chez des carnivores ayant séjournés en zone d’enzootie. 
 
 
IV.1.3. Signes cliniques associés. 
 
 L’histoplasmose, chez le chat, prend souvent une forme chronique d’allure 
tuberculeuse avec fièvre irrégulière, hépatomégalie, splénomégalie, perte de poids, anorexie, 
léthargie, diarrhée et état anémique avec évolution vers la cachexie (162). 
 
 Cette mycose peut aussi revêtir des formes plus caractéristiques (160): 
 
• Forme entéritique, avec hyperthermie, diarrhée rebelle à tous les traitements non 
spécifiques et adénomégalie mésentérique très marquée. 
• Forme respiratoire, avec toux sèche non productive, dyspnée due à l’adénomégalie 
médiastinale. A la radiographie thoracique, on observe des foyers pseudo – 
tuberculeux. 
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• Forme disséminée souvent secondaire à la forme pulmonaire, avec de nombreuses 
localisations possibles ; 
- hépato-splénique (hépato-splénomégalie fébrile) 
- ganglionnaire (adénopathies) 
- cardiaque (endocardite végétante) 
- surrénalienne (syndrome d’Addison) 
- cutanéo-muqueuse (ulcérations de la bouche et du pharynx, fistules) 
- intestinale (ulcères, diarrhée aqueuse parfois hémorragique) 
- nerveuse (méningo-encéphalite fongique) 
- osseuse (ostéomyélite, boiteries) 
- segment postérieur de l’œil (chorio-rétinite) (163) 
 
Au niveau hématologique, on observe une pancytopénie, l’anémie est donc non 
régénérative, normochrome, normocytaire comme dans beaucoup de maladie inflammatoire 
chronique chez le chat (164). 
Les analyses biochimiques révèlent souvent une hypoalbuminémie, on rencontre aussi 
quelquefois une hyperprotéinémie avec hyperglobulinémie et une légère augmentation de la 
glycémie (77). 
 
 
IV.1.4. Diagnostic. 
 
 Le diagnostic clinique est très difficile étant donnée la faible spécificité des 
symptômes. La radiographie thoracique peut orienter le diagnostic avec la présence des 
lésions pseudo-tuberculeuses. 
 Le diagnostic différentiel doit être fait avec la tuberculose, les leucémies, la 
leishmaniose générale et les autres mycoses (blastomycose, cryptococcose, aspergillose, 
coccidioïdomycose principalement). Ceci reste très difficile et des examens complémentaires 
doivent systématiquement entrepris. 
 
• Cytologie (165) 
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On recherche directement le parasite dans les lésions suspectes, les calques sont 
réalisés à partir d’exsudats prélevés sur les ulcères ou les fistules, à la surface de nodules 
cutanés après section,  ou après lavage broncho-alvéolaire (166). La recherche peut s’effectuer 
sur le liquide céphalo-rachidien, sur les ponctions de foie, rate et de ganglions superficiels. 
L’observation au microscope s’effectue directement ou après une coloration (May 
Grünwald Giemsa, Giemsa, Diff Quick, encre de Chine diluée au tiers). Les éléments 
fongiques observables sont les levures intracellulaires rondes à paroi mince mesurant 2 à 
4µm, les spores sous formes de grains isolés ou en grappe, les filaments mycéliens plus ou 
moins ramifiés. 
 
• Histopathologie (165) 
 
On observe les lésions histologiques inflammatoires causées par les agents parasitaires 
sur les biopsies réalisées sur les lésions cutanées et les organes atteints. Des colorations 
spécifiques permettent de bien mettre en évidence les éléments fongiques sur les coupes 
histologiques : Acide Périodique de Schiff, Bleu Alcyan, Mucicarmin, Gomori Methamine 
Stain. 
L’architecture cellulaire est celle d’un granulome inflammatoire où l’on peut observer 
des levures rondes phagocytées par des cellules du système réticulo-histiocytaire avec un 
aspect faussement encapsulé. 
 
• Cultures mycologiques (165) 
 
Cet examen complémentaire est indispensable lorsque l’on souhaite identifier l’espèce 
fongique observée lors des examens précédents. 
La culture s’effectue sur gélose cœur-cerveau à 37°C pour la forme levure à partir 
d’une biopsie fraîche ou conservée dans du soluté physiologique (161). 
 
• Inoculation (161) 
 
L’inoculation s’effectue sur des souris ou sur des hamsters afin de rechercher les 
lésions nécropsiques après développement et autopsie mais cette voie est longue et n’est pas 
utilisée en pratique courante. On réserve cette voie à la recherche. 
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• Sérologie (160)(167) 
 
Le diagnostic spécifique de l’histoplasmose utilise des réactions recherchant les 
anticorps des antigènes solubles : l’histoplasmine ou l’antigène « Y.P. » exprimé dans les 
formes graves de la maladie. Les méthodes utilisées pour la détection de ces anticorps sont la 
séro-agglutination de parcelles de collodion sensibilisées par l’histoplasmine, la séro-
précipitation en gélose, la fixation du complément. Ces réactions sont utilisables car les 
anticorps ne sont présents que pendant trois à quatre mois. 
Il faut se méfier des réactions croisées avec Blastomyces dermatitidis et Coccidioïdes 
immitis. On peut rendre la séro-précipitation plus spécifique avec l’immuno-électrophorèse. 
Le diagnostic spécifique de l’histoplasmose peut également s’appuyer sur des 
réactions de type ELISA utilisant la peroxydase ou de la phosphatase alcaline. 
 
• Immuno – Histologie (160)(161) 
 
Ces réactions utilisent la recherche d’un antigène figuré constitué de levures obtenues 
en culture qui permet la mise en œuvre de réactions d’immuno-fluorescence indirecte. 
Il est également possible de rechercher l’hypersensibilité retardée lors de la réaction 
intradermique à l’histoplasmine (filtrat de cultures vieillies) diluée à 1/1000. L’injection de 
0,1ml dans le derme provoque une réaction tardive à 48 heures utilisée plus pour le dépistage 
que pour le diagnostic.  
 
 
IV.2. L’EHRLICHIOSE. 
 
 L’ehrlichiose est une maladie touchant les animaux et les humains causée par des 
rickettsies du genre Ehrlichia transmises par les tiques du genre Rhipicephalus.  
 
IV.2.1. Taxonomie. 
 
 Comme Mycoplasma hemofelis, les micro-organismes appartenant au genre Ehrlichia 
ont longtemps été classés parmi les Hématozoaires : protozoaires parasites obligatoires des 
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cellules sanguines. Les nouvelles méthodes d’études génétiques et moléculaires les ont 
rassemblés dans un groupe, les Rickettsies, bactéries intracellulaires « parasites » obligatoires 
des leucocytes ou des thrombocytes (168). 
 
Famille : Rickettsiaceae 
 
Genre : Ehrlichia 
 
espèces : canis 
                 risticii 
                                phagocytophila 
 
 Ehrlichia canis et Ehrlichia risticii sont habituellement observés respectivement chez 
les canidés et chez les équidés mais sont parfois retrouvés chez le chat. Ehrlichia 
phagocytophila est l’agent de l’ehrlichiose granulocytaire féline décrite en Suède (169). 
 Une autre espèce peut expérimentalement infecter le chat : Ehrlichia equi (170). 
 
 Récemment, la nomenclature du genre Ehrlichia a été profondément modifiée (171): 
Ehrlichia equi et Ehrlichia phagocytophila sont devenus respectivement Anaplasma equi et 
Anaplasma phagocytophila. De même, Ehrlichia risticii est devenu Neorickettsia risticii. 
 
 
Ordre : Rickettsiales 
 
Famille : Anaplasmataceae                            Famille : Rickettsiaceae 
 
      Genre : Anaplasma                      Genre : Ehrlichia      Genre : Neorickettsia 
           espèce : equi                              espèce : canis               espèce : risticii 
                        phagocytophila 
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IV.2.2. Importance. 
 
 La répartition géographique de ces rickettsies est calquée sur celle de leur vecteur. En 
Europe, l’ehrlichiose sévit sur le pourtour méditerranéen. L’affection est présente chez le 
chien en Italie (172), en Espagne (173), en Grèce (174) et au Portugal (174). En France, la plupart des 
cas recensés sont regroupés dans le sud du pays, notamment en région méditerranéenne 
(175)(176). 
 
 En revanche, les cas d’ehrlichiose féline clinique sont plus rares, le premier cas 
d’infection par Ehrlichia chez le chat a été décrit en France en 1986 (177). Depuis, plusieurs 
dizaines de cas ont été rapportés, à la fois en Amérique du nord (178)(179)(180) en Europe (169) et 
en Afrique (181). 
 En France, les travaux de Beaufils J.P. (182)(183)(184) ont montré une forte prévalence de 
cas d’ehrlichiose clinique chez le chat dans le sud-est du pays et un taux de chats ayant été en 
contact avec ces Rickettsies de 8%. De plus, les études génétiques permettent d’identifier les 
espèces incriminées comme étant Ehrlichia canis (185). 
 
 
IV.2.3. Pathogénie. (168)(186) 
 
 Ehrlichia infecte les leucocytes de son hôte provoquant d’une part une leucopénie 
périphérique mais aussi une altération des aspects biochimiques et cellulaires du système 
immunitaire. Il y a activation polyclonale de l’immunité biochimique avec 
hypergammaglobulinémie et apparition d’anticorps antinucléaires, antiplaquettaires et 
antiérythrocytaires dans la circulation. 
 En phase aigue, l’anémie est due aux hémorragies imputables à la thrombopénie 
sévère et aux destructions périphériques des hématies. 
 En phase chronique et dans les cas sévères, on peut observer une aplasie médullaire 
responsable d’une pancytopénie. L’anémie est non régénérative et marquée, due à un défaut 
de production par la moelle osseuse. La thrombocytopénie centrale venant aggraver la 
thrombocytopénie périphérique, les risques de phénomènes hémorragiques sont augmentés ; 
lors d’anémie centrale et périphérique, le pronostic vital de l’animal devient très sombre. 
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IV.2.4. Signes cliniques associés. 
 
   Les signes généraux sont peu spécifiques. Les symptômes les plus fréquemment 
rencontrés sont une hyperthermie, une asthénie, une anorexie, une pâleur des muqueuses, 
éventuellement une adénomégalie des nœuds lymphatiques superficiels, un jetage oculaire ou 
nasal, un œdème des membres (187). 
 Les signes hémorragiques peuvent être présents (42% des cas) et orienter le diagnostic 
vers un trouble de l’hémostase primaire : épistaxis, méléna, hématomes sous-cutanés, 
hémorragies gingivales, hyphéma, hématurie (187). 
 
 Au niveau hématologique, on observe une pancytopénie : anémie non régénérative, 
thrombocytopénie et leucopénie (179)(188) . Le myélogramme montre une moelle hypoplasique 
(186), le temps de saignement est augmenté mais les temps d’hémostases sont normaux. 
 Les anomalies biochimiques rencontrées sont une hyperglobulinémie, avec 
hypergammaglobulinémie et hyperalpha-2-globulinémie, associée une hypoalbuminémie. Les 
activités enzymatiques de l’alanine amino-transférase (ALAT) sont légèrement augmentées 
(189).  
 
 
IV.2.5. Diagnostic. 
 
 Les éléments les plus probants ne sont pas les signes cliniques mais les signes 
hématologiques montrant, dans les cas d’expression chronique, une pancytopénie. 
 L’association d’une thrombopénie et d’une inversion du rapport Albumine/Globuline 
augmente la suspicion d’ehrlichiose (190). 
 
 Le diagnostic de certitude peut s’effectuer selon plusieurs voies :  
 
- Mise en évidence du parasite 
 
 La recherche du parasite s’effectue par l’étalement d’une goutte de sang périphérique 
et l’observation microscopique de morulas après coloration (May-Grünwald Giemsa par 
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exemple). Elles sont sous la forme d’inclusions basophiles intracytoplasmiques dans les 
leucocytes de l’hôte (168). 
 Ces morulas sont retrouvées dans les monocytes, plus rarement dans les neutrophiles 
et les lymphocytes. Cependant elles ne sont présentes qu’en phase aigue de l’infection et dans 
un nombre limité de cellules (186).  
 
- Culture (186) 
 
 La culture de l’agent pathogène s’effectue sur des monocytes du sang périphérique de 
chien. Cette méthode est plus sensible et plus spécifique que la recherche par microscopie 
optique mais elle est longue, c’est pourquoi on préfère les méthodes suivantes. 
 
- Sérologie 
 
 La recherche des anticorps s’effectue par immunofluorescence indirecte. Cette 
réaction sensible et très spécifique est validé chez le chien mais pas encore sur les serums 
félins. 
 Pour les chiens, elle permet un diagnostic de certitude lorsque deux prélèvements à dix 
jours d’intervalle montrent soit une séroconversion soit une augmentation de quatre dilutions 
du titre d’immunoglobulines totales (168). Si on ne réalise qu’un seul prélèvement, un titre en 
anticorps supérieur à 1/640 constitue un diagnostic de certitude (190). 
 Chez les chats, le collège américain de médecine interne recommande d’effectuer le 
même protocole et de considérer infecté les animaux ayant, comme pour le chien, un titre en 
anticorps supérieur à 1/640 à la sérologie (178) 
 
- Polymerase Chain Reaction (PCR) 
   
L’amplification d’une séquence connue d’ADN appartenant à Ehrlichia canis permet 
de repérer la présence de l’organisme même s’il est présent en faible quantité, il s’agit de la 
méthode la plus sensible et la plus spécifique chez le chien, il n’y a pas encore de 
standardisation de la méthode chez le chat (178). 
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CONCLUSION 
 
La clinique permet souvent de suspecter une anémie. Il est alors nécessaire, pour le 
clinicien, de caractériser cette anémie afin de l’orienter dans le diagnostic étiologique. La 
mise en œuvre d’un hémogramme accompagné d’un étalement sanguin permet de détacher 
trois types d’anémie pour lesquels interviennent des parasites ou assimilés. 
Dans les anémies de type hémorragique caractérisées par une réticulocytose, une 
augmentation du VGM et de la CCMH, et par une diminution de la protéinémie (voir 
diagramme n°1), on recherche les pertes de sang qui peuvent venir d’une spoliation 
(ectoparasites), d’une hémorragie chronique (Coccidies et Ollulanus tricuspis) ou de 
l’association des deux (Ankylostomes et Trichures). En cas de spoliation sanguine, le 
parasitisme doit être intense, l’examen clinique permet alors facilement l’isolement des 
ectoparasites. Lors d’hémorragie par les endoparasites, la suspicion se fait par la visualisation 
de sang en nature ou digéré provenant du tube digestif. La confirmation du diagnostic 
s’effectue principalement par coproscopie en flottation sur liquide dense pour les parasites 
intestinaux et par examen du vomi pour les parasites gastriques. 
Dans les anémies de type hémolytique caractérisées par une réticulocytose, une 
augmentation du VGM et de la CCMH,  un taux de protéines normal à augmenté et par une 
hyperbilirubinémie (voir diagramme n°1), les parasites mis en cause provoquent une 
destruction par hémolyse pour la bactérie parasite intracellulaire obligatoire Mycoplasma 
hemofelis, pour Babesia spp. et Cytauxzoon felis et par lyse mécanique pour Dirofilaria 
immitis. Pour les Trypanosomes l’hémolyse intervient pour une faible part, l’anémie provient 
essentiellement d’une perte de sang. La présence des parasites entraîne la modification 
d’autres paramètres de la numération sanguine pouvant orienter le diagnostic : une 
thrombopénie accompagne Trypanosoma spp., Babesia spp. et Cytauxzoon felis ; une 
leucopénie accompagne Trypanosoma spp. et Cytauxzoon felis ; une basophilie est 
caractéristique de la Dirofilariose ; une monocytose est caractéristique de la Babesiose. La 
confirmation du diagnostic peut se faire par étalement sanguin pour les parasites circulants 
(Mycoplasma hemofelis, Babesia spp., Cytauxzoon felis et les Trypanosomes). Cette méthode 
n’est pas utilisable pour Dirofilaria immitis étant donnée la faible proportion de chat 
microfilarémique (20%). On utilise alors la sérologie, notamment par la méthode ELISA, qui 
est également applicable aux autres parasites sanguins. Les méthodes par amplification du  
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matériel génétique semblent être des méthodes d’avenir à condition de les standardiser chez le 
chat. 
Dans les anémies de type non régénératif caractérisées par un taux de réticulocytes 
faible ou nul, les levures Histoplasma capsulatum et les rickettsies Ehrlichia spp. sont à 
l’origine d’une aplasie médullaire provoquant une pancytopénie. Les méthodes diagnostiques 
de choix pour la mise en évidence de Histoplasma capsulatum sont la cytologie sur les 
prélèvement à partir des organes cibles et la sérologie. Ehrlichia spp. infestant les cellules 
sanguines, on utilise les mêmes examens complémentaires que pour la mise en évidence des 
parasites sanguins (étalement sanguin, sérologie, amplification du matériel génétique). Les 
protozoaires Giardia spp. entraînent quant à eux un défaut de synthèse des hématies par 
carence vitaminique. Le diagnostic s’effectue avec les mêmes méthodes que pour les autres 
endoparasites intestinaux : la coproscopie en flottation sur liquide dense. 
 
L’étude de la prévalence des différents agents parasitaires met en évidence l’existence 
de trois groupes épidémiologiques de parasites (voir tableau n°1): 
- Les parasites communs, présents de manière comparable dans toute 
l’Europe ; il s’agit des puces, des tiques, des endoparasites intestinaux 
(Ankylostomes, Trichures, Coccidies, Giardia spp.) et de Mycoplasma 
hemofelis. 
- Les parasites régionaux, fortement représentés dans certaines zones et 
faiblement présents dans le reste du continent ; il s’agit de Dirofilaria immitis 
dont la prévalence est forte au sud est de la France et au nord ouest de l’Italie, 
de Ehrlichia spp. présent au sud ouest de La France et de Ollulanus tricuspis 
d’incidence élevée en Allemagne, en Grèce, au Royaume-Uni, en Belgique. 
- Les parasites d’importation, normalement absents du continent ; il s’agit de 
Babesia spp., Cytauxzoon felis, Trypanosoma spp. et Histoplasma capsulatum 
pour lesquels les cas recensés proviennent de chats ayant séjourné en zone 
d’enzootie. 
 
Le diagnostic des anémies parasitaires permet au clinicien de mettre en œuvre une 
thérapeutique adaptée visant, lorsque cela est possible, l’élimination du parasite et la guérison 
du chat. 
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Légende du tableau n°1: 
 
Fréquence           =>  +++ : Très fréquent 
                       ++   : Souvent rencontré 
                        +    : Occasionnel 
                         -    : Rare 
 
Facteur d’anémie =>  +++ : Majeur 
                        ++   : Important 
                         +    : Faible 
- : Exceptionnel 
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PARASITE FREQUENCE FACTEUR D’ANEMIE MECANISME 
METHODES 
DIAGNOSTIQUES 
DE REFERENCE 
Puces +++ + Spoliation Examen du pelage 
Tiques +++ + Spoliation Examen du pelage 
Dermanyssus gallinae - - Spoliation Commémoratifs 
Ankylostomes ++ +++ Spoliation Hémorragie Coproscopie 
Trichures + ++ Spoliation Hémorragie Coproscopie 
Coccidies ++ ++ Hémorragie Coproscopie 
Giardia spp. ++ - Carence Coproscopie 
Ollulanus tricuspis + + Hémorragie Vomissement provoqué 
Mycoplasma hemofelis ++ +++ Hémolyse 
Etalement sanguin 
Sérologie 
PCR 
Babesia spp. - +++ Hémolyse Etalement sanguin 
Cytauxzoon felis - +++ Hémolyse 
Etalement sanguin 
Sérologie 
PCR 
Trypanosomes - ++ Hémodilution Hémorragie 
Etalement sanguin 
Sérologie 
Dirofilaria immitis + ++ Lyse mécanique Echographie Sérologie 
Histoplasma 
capsulatum - ++ Pancytopénie 
Cytologie 
Sérologie 
Ehrlichia spp. - + Pancytopénie Hémorragie 
Etalement sanguin 
Sérologie 
PCR 
 
Tableau n°1 :  Importance relative des différents parasites du chat dans l’apparition d’une  
anémie et éléments diagnostiques associés. 
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ANNEXE 1 
 
 
 
 
Liquides denses utilisés pour la coproscopie avec enrichissement par flottation (64)(65). 
 
 
Saccharose en solution saturée : 
 Saccharose…………………………………………………………....454g 
 Eau distillée…………………………………………………………355ml 
  Densité = 1,27 
 
Chlorure de sodium en solution saturée : 
 NaCl…………………………………………………………………..400g 
 Eau distillée………………………………………………………..1000ml 
  Densité = 1,19 
 
Sulfate de magnésium : 
 MgSO4……………………………………………………………..…400g 
 Eau distillée……………………………………………………..…1000ml 
  Densité = 1,20 
 
Sulfate de zinc : 
 ZnSO4………………………………………………………………...371g 
 Eau distillée……………………………………………………..…1000ml 
  Densité = 1,18 
 
Nitrate de sodium : 
 NaNO3………………………………………………………………..400g 
 Eau distillée………………………………………………………..1000ml 
  Densité = 1,18 
 
Iodo-mercurate de potassium : 
 Biiodure de mercure………………………………………………….150g 
 Iodure de potassium………………………………………………….111g 
 Eau distillée………………………………..………………………..399ml 
  Densité = 1,44 
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ANNEXE 2 
 
 
 
 
Fixateurs utilisés pour les Protozoaires (65). 
 
 
Solution alcoolique de polyvinyl : 
 Ratio une part de fèces pour deux parts de polyvinyl-alcool. 
 
Solution formolée à 5% : 
Ratio une part de fèces pour neufs parts de formol 5%. 
 
 
 
 
Solution Formol – iodo – merthiolate (65). 
 
Solution n°1: 
Eau distillée……………………………………………………………… ..50ml 
Tinture de merthiolate (1 :1000)………………………………………..….40ml 
Glycérine…………………………………………………………………….1ml 
 
Solution n°2 : solution de Lugol 
Eau distillée…………………………………………………………….....100ml 
Iodure de potassium………………………………………………………….10g 
Cristaux d’iode……………………………………………………………...…5g 
 
  
Méthode 
 
 
1. Mélanger 9,4ml de la solution n°1 à 0,6ml de la solution n°2 juste avant utilisation. 
 
2. Déliter 1g de fèces à 10ml du mélange des solutions. 
 
3. Laisser agir 8 à 10 heures. 
 
4. Recueillir l’échantillon au fond du tube afin de rechercher les parasites.  
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ANNEXE 3 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Etalement direct utilisé pour diagnostiquer la Giardiose (65). 
 
 
 
 
 
Méthode 
 
 
 
 
1. Mélanger une petite quantité de fèces ( 1 à 2mm³) avec une solution physiologique sur une     
    lame de microscope. 
 
 
2. Déliter le spécimen par un mouvement circulaire jusqu’à obtenir un étalement homogène  
    d’une surface de 1cm sur 1cm. 
 
 
3. Ajouter une lamelle. 
 
 
4. Observer au microscope avec le maximum de contraste. 
 
 
 
 
Si de grandes particules sont présentes sous la lamelle, remuer les particules ou 
recommencer avec un nouvel échantillon. 
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ANNEXE 4 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Méthode de Knott modifiée pour la recherche des microfilaires (65). 
 
 
 
 
 
Méthode 
 
 
 
 
1. Mélanger 1 ml de sang avec 9 ml de solution de formol à 2% dans un tube de 15 ml.        
    Mélanger le tout, en retournant le tube plusieurs fois. 
 
 
2. Attendre 2 à 3 minutes et centrifuger le tube pendant 5 minutes à 1500 tours/min. 
 
 
3. A l’aide d’une pipette, déposer une à deux gouttes du sédiment de la base du tube sur une 
    lame de microscope. 
 
 
4. Observer au microscope au grossissement x400, une goutte de bleu de méthylène à 0,1% 
     peut améliorer la visualisation. 
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